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3.3  Fatty  acid  composition  of  heart  tissue  of  rats 
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5.4   Protein  levels  of  SREBP‐1c  and  loading  control 
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°C    Degree celcius       
µM    Micro molar       
17S‐H(p) DPA     17S‐hydro(peroxy) docosapentaenoic acid 
AA     Arachidonic acid        
ACC     Acetyl coenzyme A carboxylase   
Acox    Acyl coenzyme A oxidase       
ALA    Alpha linolenic acid       
ANOVA    Analysis of variance       
BAE     Bovine aortic endothelial cells     
BHT    Butylate hydroxutoluene     
BSA    Bovine serum albumin     
ChREBP     Carbohydrate response element binding protein 
CO2    Carbon dioxide       
COX     Cyclooxygenase       
CPT‐1    Carnitine palmitoyl transferase‐1   
Ct    Critical threshold       
DHA     Docosahexaenoic acid     
DMEM    Dulbecco's modified eagle medium   
DNA    Deoxyribonucleic acid     
DPA    Docosapentaenoic acid     
EC    Ethanol control   
EDTA    Ethylenediamine tetra acetic acid   
EFA     Essential fatty acid       
EPA     Eicosapentaenoic acid     
FAME    Fatty acid methyl esters     
FASn     Fatty acid synthase       
IX 
 
FBS    Fetal bovine serum       
g    gram     




HNF‐α     Hepatic nuclear factor‐ α     
HRP    Horseradish peroxidase     
HTT     5,8,10‐heptadecatrienoic acid     
LA    Linoleic acid       
LCP    Long chain polyunsaturated fatty acids     
LOX     Lipoxygenase       
L‐PK    Liver pyruvate kinase     
LSD    Least significant difference     
LT    Leukotriene       
LXR    Liver X receptor       
M    Molar         
mg    Milli gram       
min    Minute         
ml    Milli litre         
mM    Millimolar       
NaCl    Sodium chloride       
OA    Oleic acid       
OD    Optical density       
OHDPA    Hydroxydocosapentaenoic acid   
PA    Palmitic acid       
pACC    phosphorylated ACC     
PBS    Phosphate buffered saline     
PC    Phosphatidylcholine     
PE     Phosphatidylethanolamine     
PG     Prostaglandin       
X 
 
PL    Phospholipid       
PMSF    Phenylmethanesulfonylflouride   
PPAR    Peroxisome proliferator‐activated receptor 
RNA    Ribonucleic acid       
rpm    Revolutions per minute     
RT‐PCR    Real time polymerise chain reaction   
SEM    Standard error of the mean     
SREBP     Sterol regulatory element binding protein 
tACC    Total ACC         
TAG    Triacylglycerol       
TBST    Tris buffered saline tween‐20     
TNF‐ α     Tumor necrosis factor‐ alpha     
TX    Thromboxane       
VEGF    Vascular endothelial growth factor   
GLA    Gama linolenic acid       
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DPA  is an elongated metabolite of EPA and  is an  intermediary product between 




that there  is a gap  in our knowledge on metabolism of DPA and on  its effects on 
triacylglycerol  (TAG)  synthesis.  Therefore,  to  fill  this  gap  the  broad  aim  of  this 
thesis was  to  elucidate  the metabolic  fate  of  DPA  in  vitro  and  in  vivo  and  to 
elucidate its effect on lipogenic genes in vitro. The specific aims of this thesis were: 
a)  To  investigate  the  metabolism  of  DPA  and  to  compare  the  metabolic 
transformation of EPA and DPA using liver cells as an in vitro model.  
b)   To  investigate  the metabolism and  tissue distribution of DPA  in  vivo using 
non‐labelled fatty acids, in comparison with EPA and DHA. 
c)  To  investigate the rate of β‐oxidation of DPA  in vivo and compare  it to that 











retro‐converted  into  EPA  in  the  FAO  cells.  It  was  also  observed  that 
supplementation of FAO cells with EPA or DPA did not  increase DHA  levels.   This 
could be a  limitation of the FAO cells, since  it has been reported that these cells 
have a  limited capacity  to oxidise  long chain  fatty acids. Following  these  results, 
the rate of conversion of DPA into EPA over time was investigated in these cells. A 
time  course  fatty  acid  analysis  of  FAO  cells  from  0  to  24  h,  showed  that  the 
forward  reaction of  formation of DPA  from EPA appeared  to be  faster  than  the 
retro‐conversion of DPA  to EPA. The  retro‐conversion of DHA  to EPA was hardly 
apparent in the first 24 h of incubation, consistent with the slow retro‐conversion 
of DPA. By 24 h, a greater proportion of DPA had been formed from EPA than the 
“reverse reaction” of conversion of DPA  to EPA.  In  the present study  it was also 
identified that after 8 h of supplementation, the FAO cells supplemented with DPA 
contained mostly DPA and  little EPA  in  the PL  in comparison with  the 24 h  time 
point.  In  this  study,  the mRNA expression  levels of  the enzymes  involved  in  the 







results  of which  are  published  in  the Brit  J Nutr.  The  results  showed  that DPA 
XVI 
 
supplementation  to  rats  for  7  days  led  to  a  significant  increase  in  EPA 
concentrations  in  liver, heart and skeletal muscle.  It was also observed  from this 
study  that  EPA  fed  animals  showed  a  significant  increase  in  EPA  and  DPA 
concentrations  in  the  liver,  heart  and  skeletal  muscle.  A  small  but  significant 
increase in DHA levels in the liver of animals supplemented with EPA and DPA was 
also observed. However, other  tissues  failed  to  show an  increase  in DHA  levels. 
Liver is regarded as a major site for PUFA synthesis (59) and since this was short‐
term study only, there may have been insufficient time for the increased liver DHA 
synthesis or  the DPA dose may have been  too  low  (it was a 7‐day  feeding study 
with 50 mg DPA/day).  It was also observed that DHA supplementation  increased 
EPA  levels  in vivo, which suggests retro‐conversion of DHA  into EPA. The animals 
fed with n‐3  LCP  showed  a  significant  reduction  in AA  levels  in  liver  and heart, 
which is in line with the results reported in Chapter 2. The liver mRNA expression 
levels of delta‐5 desaturase, delta‐6 desaturase, elongase‐5, elongase‐2 and Acox 
were  also  investigated  in  the  rats  supplemented with  n‐3  LCP. However,  there 
were no significant changes  in the mRNA expression  levels  in these animals.  It  is 
possible that the dose and duration used in this study were not enough to cause a 
change  in  gene  expression.  Future  studies  should  investigate  the  effect  of  long 








suggested  that  both  DPA  and  DHA were more  conserved  from  β‐oxidation 
compared with OA  and  EPA  at  6  h.  It was  found  that  the  order  of  rate  of 
oxidation based on expired 14CO2 was 14C‐OA > 14C‐EPA > 14C‐DHA = 14C‐DPA. 
EPA had a significantly higher rate of β‐oxidation compared with DPA and DHA 
by 4‐ and 3‐fold,  respectively.  In  the present  study, DHA compared with  the 
other  fatty acids  showed a higher  incorporation  in all  tissues  (as % of dose), 
except adipose. These results are consistent with the 14CO2 data, since DHA is 
conserved  from  oxidation  it  is  expected  to  be  deposited  in  the  tissues.  The 
label  in OA was  recovered mainly as  14CO2  followed by adipose and muscle. 
Recovery of EPA as CO2 was 19%, followed by 9% in liver and 6% in muscle. It 
was also observed that DPA was highly incorporated in muscle (12%), adipose 
(10%)  and  liver  (10%),  while  the  recovery  of  DPA  as  CO2  was  low  (5%). 
However, it must be noted that the data for adipose, muscle and plasma is an 
extrapolation,  derived  from  literature  information  on  the  percentage 
contribution  of  adipose  and  skeletal  muscle  to  total  body  weight,  and  an 
estimation of plasma volume in the rat. In this study, the n‐3 LCP also showed 









tools  like  lipidomics,  the  exact  molecular  species  of  lipids  that  DPA  is 
incorporated into heart and other tissues.  
 
In  Chapter  5,  the  aim  was  to  elucidate  the  effect  of  DPA  on  liver  fatty  acid 
synthesis  because  there  is  limited  information  available,  unlike  the  number  of 
papers  on  EPA  and DHA.  All  three  n‐3  LCP,  including DPA,  down‐regulated  the 








cells.  ChREBP  controls  the  expression  of  L‐pyruvate  kinase  and  decreased  gene 










LCP on TAG  levels. The concentrations of  the  fatty acids used  in  this study were 
sufficient to cause a change in gene expression levels and protein levels but not to 
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biological  effects  of  n‐3  docosapentaenoic  acid  (DPA).  DPA  has  not  been 
extensively  studied  because  of  the  limited  availability  of  the  pure  compound. 
DPA  is  an  elongated  metabolite  of  eicosapentaenoic  acid  (EPA)  and  is  an 
intermediary  product  between  EPA  and  docosahexaenoic  acid  (DHA).  The 
literature on DPA is limited, however, the available data suggests it has beneficial 
health effects. In vitro DPA is retro‐converted back to EPA, however, it does not 
appear  to  be  readily metabolised  to DHA.  In  vivo  studies  have  shown  limited 
conversion of DPA  to DHA, mainly  in  liver, but  in addition,  retro‐conversion  to 
EPA  is evident  in a number of tissues. DPA can be metabolised by  lipoxygenase, 
in  platelets,  to  form  11‐hydroxy‐7,9,13,16,19‐  and  14‐hydroxy‐7,10,12,16,19‐
DPA. It has also been reported that DPA is effective (more so than EPA and DHA) 





















n‐3  LCP,  especially  DHA  was  a  stimulus  for much  research  on  the  biological 
role(s)  of  n‐3  LCP  (1,  2).    Since  then many  studies  have  been  conducted  to 
investigate the beneficial effects of n‐3 LCP  in neural function, reducing the risk 
of  cardiovascular  events,  diabetes mellitus,  inhibiting  growth  of  tumour  cells, 
modulating  gene  expression,  anti‐inflammatory  activity  and  lipid  lowering 
potential  (3‐8). Most of  these  studies have been  conducted on  fish oils which 
typically contain all the three n‐3 LCP, namely EPA, DPA and DHA (Fig 1.1). Many 
studies have addressed the unique actions of EPA and DHA individually, because 
these  two  fatty acids have been available  in purified  form. What has emerged 
from this research is that there are both unique as well as overlapping actions of 
n‐3 LCP. For example, DHA has unique actions  in promoting normal functioning 



























DPA  forms  two hydroxy acids  (11‐ and 14‐OH DPA) via an  indomethacin‐insensitive pathway. DPA 
can be retro‐converted into EPA in cells and animals and is likely to involve the peroxisomal acyl coA 
















Peroxisomal acyl CoA oxidase 
Elongase 2
11 – OH DPA























of DPA  to DHA was  initially believed  to be  the  result of  the activity of delta‐4 
desaturase, converting 7,10,13,16,19‐22:5  (DPA)  to 4,7,10,13,16,19‐22:6  (DHA). 
But  later  studies  reported  that DPA was  first  elongated  to  24:5n‐3 which was 
then  desaturated,  by  the  activity  of  delta‐6  desaturase,  to  form  24:6n‐3  (14). 
24:6n‐3  is  translocated  from  the  endoplasmic  reticulum  to  the  peroxisome 
where this 24 carbon  fatty acid  is then chain‐shortened to 22:6n‐3  (DHA) by β‐
oxidation.  However,  in  some  marine  algae  like  Pavlova  lutheri  and 









long‐term  studies,  conducted  for  a  duration  of  80‐100  days,  and  involved 
refeeding  rats which had been made EFA deficient. The  results  suggested  that 
upon supplementation, ALA was metabolised to DHA with increases in ALA, EPA 
and  DPA  as  dietary  ALA  was  increased  (17‐19).  However,  most  human 
supplementation studies have  led  to  the belief  that  the major products of ALA 
metabolism are EPA and DPA and that the capacity of humans to convert ALA to 
DHA  is  limited  (20‐23);  tracer  studies  report  that  females  have  an  increased 
capacity  for  synthesis  of  DHA  than  males  (21,  22).  A  recent  review  has 
summarised  the  data  from  various ALA  supplementation  studies  conducted  in 
human  adults which  suggest  that  ALA  supplementation  generally  leads  to  an 
increase  in plasma EPA and DPA  levels but has  little or no effect on DHA  levels 
(24).  
 
In  animals,  ALA  has  been  shown  to  be more  prone  to  deposition  in  adipose 
tissue, β–oxidation or excretion via skin rather than metabolism to DHA (25) . An 
alternative  reason  for  limited  synthesis  of  DHA  from  ALA  is  the  competition 








significant  increase  in DPA,  but  not DHA  (27,  28). However, media  from DPA‐
incubated  cells  contained  small  amounts  of  DHA  suggesting  that  DPA  was 
converted  to  DHA  and  then  released  into  the  media  (27).  In  primary  rat 
hepatocytes,  it was observed that 14C‐EPA was elongated to DPA  linearly over a 
24 h period;  in  turn,  the DPA was elongated  to 24:5n‐3, however no DHA was 
generated  in  these  primary  hepatocytes.  The  conversion  of  DPA  to  EPA  is 
referred  to  as  retro‐conversion.  The  process  of  retro‐conversion  was  first 
described  in  1970  (29)  for  DHA,  and  subsequent  work  in  human  fibroblasts 
indicated  the  retro‐conversion of both DHA  and DPA was  likely  to  involve  the 
peroxisomal acyl‐CoA oxidase and one cycle of  β‐oxidation  in peroxisomes  (Fig 





supplementation with a synthetic TAG containing  three DPA  residues  (tri‐DPA), 
the  proportion  of  EPA  was  increased  in  liver  and  kidney  but  there  was  no 
evidence of an increase in DHA in any of the tissues examined (32). There is also 











DPA  differs  profoundly  despite  only  differing  in  the  position  of  their  double 
bonds  in  the acyl chain  (38). Deficiency of n‐3  fatty acids  in animals  leads  to a 
depletion  of  DHA  and  a  compensatory  rise  in  n‐6  DPA  level  in most  tissues, 
especially  brain  and  retina  (39,  40).  Supplementation  of  n‐6  DPA  could  not 
produce  the benefits afforded by DHA  for spatial  task performance or  in other 
words for brain function (41). In retina, DHA  is the major PUFA  in the rod outer 
segment (ROS) membrane phospholipids. It has been reported that in the retina 
in n‐3 LCP deficiency studies,  the n‐6 DPA does not completely  replace DHA  in 
phosphatidylethanolamine  (PE)  and  phosphatidylcholine  (PC)  species  and  also 
that  the  loss of  this one double bond  is enough  to  induce  functional deficits  in 
retinal  signalling  pathways  (42).  Similarly  n‐6  DPA  cannot  fully  support  the 





include  their  role  in  cell  membrane  functions,  eicosanoid  production  and 
regulation  of  gene  expression.  However,  most  of  these  studies  have  been 
conducted  using  either  fish  oil  (mixture  of  n‐3  LCP)  or  pure  EPA  and  DHA. 
Although there are studies which suggest a positive association between dietary 
DPA  and  good heart health  (44, 45),  there  are only  limited number of  studies 
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which  have  investigated  the  biological  effects  of  pure DPA  and most  of  these 
studies  have  been  conducted  using  either  endothelial  cells  or  platelets  (Table 
1.1). A  recent study  reported  that aged  rats  fed either EPA or DPA  for 56 days 
showed  neuroprotective  effects  (46).  Both  EPA  and  DPA  attenuated  the  age‐
related increases in caspase 3 activity and microglial activation and changes were 
associated with restoration long term potentiation and improved performance in 




Eicosanoids  are  the  signalling  molecules  in  the  body  that  control  many 
physiological  systems.  Eicosanoids  include  prostaglandins  (PG),  prostacyclins, 
thromboxanes (TX)  leukotrienes (LT),  lipoxins, hydroxyeicosatetraenoic acid and 
epoxyeicosatetraenoic acid  (47). Eicosanoid  synthesis  is  induced  in  the body  in 
different  physiological  and/or  pathological  conditions  including  inflammation 
and  cancer.  They  are  involved  in  modulating  the  intensity  and  duration  of 
inflammation and  immune  response  (48). Arachidonic acid  (AA),  the major n‐6 
LCP,  is  the  substrate  for  the  production  of  eicosanoids,  under  the  action  of 
cyclooxygenase  (COX)  and  lipoxygenase  (LOX)  enzymes.  In  platelets,  AA  is 
metabolised by COX  to  form TXA2, 5,8,10 heptadecatrienoic acid  (HHT) and by 
LOX to 12‐hydroxy‐5,8,10,14‐eicosatetraenoic acid (12‐HETE) (9). In platelets, n‐3 
DPA  is metabolized  into 11‐ and  l4‐hydroxy docosapentaenoic acids via the LOX 







Platelet aggregation  is an early event  in  the development of  thrombosis and  is 
initiated by TXA2. The results from an ex vivo study conducted in rabbit platelets 
showed  that  EPA,  DPA  and  DHA  inhibited  collagen‐  or  AA‐stimulated  platelet 
aggregation dose‐dependently, and that DPA was the most potent inhibitor (49). 
These  fatty  acids  also  suppressed  TXA2  formation  by  platelets  which  were 
exposed  to collagen,  thrombin or AA.  In  these experiments, DPA was  the most 
potent  inhibitor  of  COX‐1  activity.  DPA  enhanced  formation  of  12‐HETE  in 
response to collagen or AA by  intact platelets, while the other two n‐3 LCP had 
less  of  an  effect.  These  results  suggest  that DPA  possesses  potent  activity  for 
interfering  with  the  COX  pathway  and  accelerating  the  LOX  pathway,  thus 
inhibiting platelet aggregation most effectively. In a human whole blood ex vivo 
study,  DPA  was  equally  effective  as  EPA  and  DHA  in  inhibiting  platelet 






also  reported  that prostacyclin production  in cells  incubated with EPA was  less 
inhibited  than  in  cells  incubated  with  DPA.  Since  the  inhibition  was 
approximately  proportional  to  the  amount  of  EPA  in  cells,  regardless  of  DPA 
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mediators.  These mediators  include  a)  resolvins  of  the  E  series  from  EPA,  b) 
resolvins of the D‐ series or their aspirin triggered  forms  from DHA, and c) LOX 
initiated  neuroprotectins  from  DHA  (10).  These  n‐3  LCP‐derived  resolvins  and 
protectins have unique structures, are biosynthesized by independent pathways 
in  leukocytes,  brain,  microglial  and  retinal  cells  and  share  anti‐inflammatory 
actions  in vivo. Since n‐3 DPA  is known to be metabolised by LOX enzymes,  it  is 




Endothelial  cell  migration  and  proliferation  are  important  processes  in  the 
control  of  wound‐healing  response  of  blood  vessels.  Direct  pretreatment  of 
endothelial  cells  with  DPA  (0.01‐1.0  µg/ml)  resulted  in  a  dose‐dependent 
increase  in migration  in  response  to  fetal  bovine  serum. Moreover, maximum 
stimulation of endothelial  cell migration by DPA pretreatment  (0.5 µg/ml) was 
achieved at a concentration one‐tenth of that required for maximal stimulation 
by EPA pretreatment  (5.0 µg/ml),  indicating  that DPA  is a potent  stimulator of 






endothelial  (BAE)  cells  reported  that  the  migrating  activity  of  these  cells 
stimulated with  vascular  endothelial  growth  factor  (VEGF) was  suppressed  by 
DPA  pretreatment.  The  pretreatment  of  BAE  cells  with  DPA  also  suppressed 














demonstrated  both  acutely  and  chronically,  following  n‐3  LCP  exposure, 
including: alterations  in membrane  composition and associated  lipid  signalling, 
eicosanoid  production,  oxidant  stress,  nuclear  receptor  activation  or  covalent 
modification  of  specific  transcription  factors  (52).  The  discovery  of  nuclear 
receptors, by Gottlicher et al (1992), which are capable of binding to fatty acids 




expression  are  peroxisome  proliferator  activated  receptors  (PPAR),  liver  X 
receptor (LXR) and Hepatic nuclear factor ‐ 4α (HNF‐4α) (52). In addition, n‐3 LCP 
also  regulate  gene  expression  by  interacting  with  the    transcription  factors 






genes  involved  in fat oxidation and fat synthesis. However,  in hepatocytes, DPA 















genes  like  PPAR  and  CPT‐1.  They  also  downregulate  the  genes  involved  in  fat 
synthesis like SREBP‐1c, ACC and FASn, thereby decreasing the fat synthesis. n‐3 
LCP also decrease expression of ChREBP which in turn lowers the expression of L‐
PK  and  lowers  the  amount  of  carbohydrates  available  for  triacylglycerol 
synthesis.  (PUFA  polyunsaturated  fatty  acids;  PPAR  peroxisome  proliferator 





Year  Author  Model  Findings 
In vitro and ex vivo Studies 








1993  Christensen et al (30)  Fibroblasts  Peroxisomal acyl CoA oxidase is responsible for the chain‐shortening of DHA and n‐3 
DPA. 
1994  Karanian et al (57)  Smooth muscle cells  When compared with different n‐6 and n‐3 hydroxy fatty acids, 14‐OH_DPA n‐3 (and 
14‐OH‐DHA) was significantly more potent in antagonising the contractile effects of 
thromboxane mimetic, U46619, in vascular smooth muscle preparations studies. 
1995  Achard et al (27)  Endothelial cells  EPA, n‐3 DPA and DHA are actively interconverted to each other in endothelial cells. 
1996  Karanian et al (58)  Human platelets  Submicromolar levels of n‐3 DPA and DHA hydroperoxy and hydroxy derivatives 
specifically antagoise the platelet aggregating affect of AA. 
1996  Benistant et al (51)  Endothelial cells  Addition of n‐3 DPA bound to albumin  produced two‐fold less prostacyclin compared 
to control cells when stimulated with endogenous arachidonic acid‐mobilizing agents 
1996  Kanayasu‐Toyoda et al (28)  Endothelial cells  The stimulative effect of EPA on endothelial cell migration occurs via n‐3 DPA, and 
that n‐3 DPA may act as a powerful anti‐atherogenic factor. 









2001  Williard et al (60)  Rat brain astrocytes  Astrocytes can synthesise and incorporate [3‐14C]DHA into the cell PL from [3‐14C]ALA 
and [3‐14C]DPA and also release it into the media as free fatty acid (60). 
2003  Tsuji et al (5)  Endothelial cells  n‐3 DPA suppressed tube‐forming activity induced by vascular endothelial growth 
factor (VEGF) and n‐3 DPA has a potent inhibitory effect on angiogenesis through the 
suppression of VEGFR‐2 expression 
2003  Pawar and Jump (55)  Hepatocytes  Metabolic labelling indicated that a significant fraction of 14C‐EPA was elongated to n‐3 
DPA in hepatocytes. Cells treated with DPA or DHA led to a significant accumulation of 
EPA in the NEFA pool. EPA and DHA, but not n‐3 DPA, are active ligands for PPARα. 






















2009  Gotoh et al (32)  C57BL/KsJ‐db/db mice  n‐3 DPA and DHA treatment decreased the hepatic TG levels compared to the control 
while EPA was most effective in reducing serum TG levels. 




2000  Rissanen et al (45)  ‐  Men in the highest fifth of the proportion of serum DHA +  n‐3 DPA in all fatty acids had 
a 44% reduced risk of acute coronary events compared with men in the lowest fifth in a 
prospective population study. 
2005  Oda et al (44)  ‐  Serum levels (%weight) of linolenic acid, EPA, n‐3 DPA, and total n‐3 LCP were 
significantly lower in patients with acute myocardial infarction than the control group in 
a case control study. 
 The  DPA  fed  to  these  animals  was  a  synthetic  tri‐DPA  which  is  not  present 
naturally  in  the  diet.  DPA  has  also  been  reported  to  have  a  positive  role  in 
reducing  the  expression  of  inflammatory  genes.  Inflammation  is  an  immune 
response  to  injury.  However,  inflammation  in  the  walls  of  blood  vessels  is 
thought  to play a  role  in  the development of atherosclerotic plaques and  thus 
lead to cardio‐vascular disease. 
 
Tumor necrosis  factor  (TNF‐α)  is a prototypic pro‐inflammatory  cytokine and a 
mediator of systemic  inflammation and  immune responses. Supplementation of 
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a)  To  investigate  the  metabolism  of  DPA  and  to  compare  the  metabolic 
transformation of EPA and DPA using liver cells as an in vitro model.  
b)   To  investigate the metabolism and tissue distribution of DPA  in vivo using 
non‐labelled fatty acids. 
c)  To investigate the rate of β‐oxidation of DPA in vivo and compare it to that 
of EPA and DHA and  its  incorporation  into various  tissues and  tissue  lipid 
fractions using labelled fatty acids. 





















































2. A  time  course  study up  to  24 h with n‐3  LCP  to determine  the  rate of 
change in cell membrane PL fatty acids, 






proportions,  relative  to  the  OA  control  but  no  increase  in  DHA  levels.  DPA 
supplementation for 48 h, resulted  in a significant accumulation of DPA (by 14‐
fold) as well as EPA (by 9‐fold), relative to the OA control in the cell PL. This result 
suggests  that  DPA  gets  retro‐converted  into  EPA  in  these  hepatoma  cells. 
However, DPA supplementation did not  increase the DHA proportion  in the cell 











of  incubation), compared with  the  rate of  retro‐conversion of DPA  to EPA. The 






expression  levels of the enzymes  involved  in the synthesis of these n‐3 LCP was 
investigated.  All  the  three  n‐3  LCP  significantly  reduced  the mRNA  expression 











This  study  has demonstrated  that DPA  and  EPA  get  interconverted  in  rat  liver 
cells, whereas the forward conversion into DHA was not observed. This study also 





LCP  in  vertebrates.  Some  of  the  ingested ALA  is metabolised  to  n‐3  LCP  fatty 
acids,  namely  EPA  (20:5n‐3), DPA  (22:5n‐3)  and DHA  (22:6n‐3),  by  a  series  of 
desaturations  and  elongations.  This  metabolic  processing  of  ALA  to  DHA  is 
inefficient  in  most  mammals  (24)  and  much  of  the  ingested  ALA  is  either 
deposited  in tissue adipose stores as ALA or catabolised by mitochondrial beta‐
oxidation  to yield energy and carbon dioxide  (63). Many studies have  reported 
that  feeding  relatively high  levels of ALA  to either animals or humans  leads  to 
increased plasma DPA  levels, but not DHA  levels, suggesting the steps between 
DPA  and  DHA  are  rate  limiting  steps  in  this  metabolic  pathway  (64,  65).  In 
contrast,  ingested  DHA  is  rapidly  and  efficiently  deposited  in  brain,  liver  and 
other  tissues  (66).  In  the  case  of DPA,  one  study  examined  the  effect  of DPA 
supplementation  in EC and reported that such supplementation  increased both 
DPA  and  EPA  levels  but  not  DHA  in  these  cells.  Another  study  conducted  in 
hepatocytes,  reported  similar  findings using  radiolabelled DPA  (51, 55).  In  this 
chapter,  I aim  to  investigate  the metabolism of pure DPA  in an  in  vitro model 
using rat hepatoma cells (FAO cell line).  












hepatoma cells (FAO cells) as an  in vitro model. The  liver plays a central role  in 
whole  body  lipid  metabolism  and  adapts  rapidly  to  changes  in  dietary  fat 
composition. Therefore  it provides a good model to study the effect of DPA on 
fatty acid composition of the cells, (b) to conduct a time course analysis of DPA 















Cryopreserved  FAO  cells  in  cryovials were  removed  from  liquid  nitrogen  and 
placed into a 37°C water bath until thawed. The cell suspension was transferred 
to a sterile 15 ml tube and 9 ml of pre‐warmed RPMI growth medium was slowly 
added  to  the  cell  suspension.  The  cells were  transferred  to  a  10  cm  dish  and 









The  cells were harvested by  adding one ml  trypsin‐ethylenediaminetetraacetic 
acid (EDTA) solution, containing 0.25% (w/v) (1: 250) porcine trypsin and 0.02% 
(w/v) EDTA  to  the  flask and  incubating  the cells  for 1 min at 37°C  in a 5% CO2 




FAO cells grown  in 75 cm2  tissue culture  flasks  for  fatty acid experiments were 
harvested  at  80%  confluence.  Non‐adherent  cells  were  resuspended  in  5  ml 







The  fatty  acids  (EPA, DPA, DHA, OA) were purchased  from Nu‐Chek Prep,  Inc, 
USA. The stock solutions of fatty acids were prepared in 100% (v/v) ethanol at a 
concentration of 20 mM and  the working solution was prepared by adding  the 
stock  to  the RPMI media  to get a  final concentration of 50 µM. Stocks of each 










The  FAO  cells were  treated with  fatty  acids  as  specified  above.  After  48  h  of 
treatment the media was aspirated and cells were washed with PBS twice. 50µl 
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described  by  Portolesi  et  al,  2007  (70).  In  brief,  after  addition  of 
chloroform/methanol the samples were mixed well for 10 min and centrifuged at 
1500  rcf  for  10 min  to  separate  the  aqueous  and  organic  phase.  The  organic 
phase containing the lipid was removed and transferred to a new glass tube and 




The  lipid  fractions were separated using thin  layer chromatography  (TLC). Silica 
gel plates were prepared using  7 g of silica gel 60 G (Merck, Germany) in 17 ml 
of distilled water. Once dried, the plates were activated at 100°C for 60 min and 
allowed  to  cool  down  for  40 min  in  a  desiccator,  prior  to  use.  Samples were 
spotted and developed  in hexane‐diethylether‐acetic acid 85:15:2 (v/v)  in paper 
lined  tanks, previously equilibrated  for 60 min. The  lipids were  visualized with 
0.1%  2′,7′  –dichlorofluroescein  indicator  (Scharlau,  Spain).  The  PL  bands were 
scraped off  into glass  screw  capped  tubes and were  reacted with 2% H2SO4  in 
methanol for 3 h at 80°C to form the fatty acid methyl esters (FAME). After the 





(GLC) using a 50 m x 0.32 mm  (I.D.)  fused silica bonded phase column  (BPX70, 
SGE, Melbourne, Australia).   The column oven was programmed  to  rise after 3 
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min at 125°C  to 220°C at 8°C/min with a helium  flow  rate of 43 cm/sec as  the 
carrier gas.  Fatty acids were identified by comparison with standard mixtures of 




After  treatments  the  RNA was  extracted  from  the  cells  using  RNeasy mini  kit 
(Qiagen, Valencia, CA). The quality and concentration of resulting RNA samples 
were  determined  using  Agilent  2100  Bioanalyser  following  manufacturer’s 
instructions. First‐strand cDNA was generated from 1μg total RNA using the AMV 
RT kit (Promega, Madison, WI).  The levels of mRNA were measured with specific 
primers  designed  using  Primer  Express  software  package  version  3.0  (Applied 
Biosystems)  from  gene  sequences obtained  from GenBank  (Table  2.1). RT‐PCR 
was  performed  using  the  GenAmp  7500  sequence  detection  system  (Applied 
Biosystems,  Foster  City,  CA).    PCR  was  performed  in  duplicate  with  reaction 
volumes  of  20  μl,  containing  SYBR  Green  1  (Applied  Biosystems).    Data  was 













Figure  2.1: mRNA  expression  levels  of  cyclophilin  after  treatment  of  FAO 
cells with 50 µM of EPA, DPA, DHA or OA for 48 h. The results are expressed 
as  relative  gene  expression  (mean  ±  SEM).  The  data  is  obtained  from  2 
independent  experiments with  n=3  in  each  experiment. Data was  analysed 
using one way ANOVA and post hoc comparisons were made using LSD. There 
was no significant difference between various treatment groups. EC, ethanol 















































Data  calculations  and  statistical  analysis  were  performed  using  the  Statistical 
Package  for  the  Social  Sciences  software  (SPSS  version  17.0;  Fullerton,  USA). 
Significant  differences  between  dietary  groups  were  tested  using  a  one‐way 
ANOVA for each type of fatty acid. Normality of distribution was tested using the 
homogeneity  of  variance  test.  If  the  test  was  non‐significant,  the  post‐hoc 
comparisons were made using  the  least  significant difference  (LSD)  test with a 








liver  cells  (72,  73).  Therefore,  a  dose  of  50 µM  for  48  h was  selected  for  the 
current  study.    In order  to confirm  that  the  treatments did not have any  toxic 



















50  µM  of  EPA, DPA, DHA  or OA  or  vehicle  (EC)  for  48  h.  The  results  are 
expressed  as  relative  gene  expression  (mean  ±  SEM).  The  data  is  obtained 
from  2  independent  experiments  with  n=3  in  each  experiment.  Data  was 
analysed using one way ANOVA and post hoc comparisons were made using 
LSD. Values  significantly different  from  the  vehicle  (EC)  are denoted with  * 
and those different from OA are denoted as † (p<0.05). The vehicle has been 
assigned  a  value  of  1.  EC,  ethanol  control;  OA,  oleic  acid;  EPA, 









EPA,  DPA,  DHA,  OA  or  vehicle  (EC)  for  48  h. It  was  observed  that 
supplementation of these cells with n‐3 LCP, including DPA, significantly reduced 
the  proportion  of OA  in  the  cell  phospholipids  by  approximately  60  per  cent. 




10  per  cent.  The  results  also  showed  that,  the  cells  supplemented with  EPA 
resulted in significant increase in EPA levels (by 16‐fold) and DPA proportions (by 




versa. However, DPA  supplementation did not  increase  the DHA proportion  in 
the cell PL. DHA  supplementation  significantly elevated DHA  levels  (by 12‐fold) 
and EPA  levels  (by 6‐fold) compared with OA control. There was a  small but a 









identify  the  rate  of  incorporation  of  DPA  into  cell  PL  over  time  and  rate  of 
conversion  into EPA. Therefore, a  time course  fatty acid analysis of  these  cells 
was  performed  to  identify  the  rate  at  which  the  conversion  of  DPA  to  EPA 
occurred. The time points tested were 0, 1, 2, 4, 8 and 24 h and the cells were 
treated in exactly similar manner as for the 48 h analysis.  











Figure 2.3:  Fatty acid  composition of  FAO  cells  supplemented with 50 µM of 
OA,  EPA, DPA, DHA  or  0.5%  ethanol  (EC)  for  48  h.  Results  are  expressed  as 
percentage of total PL fatty acids mean ± SEM (n=6). The results were obtained 













Fatty acid  composition of  liver  cells  supplemented with 50 µM of EPA, DPA or 
DHA for 0‐24 h. Results are expressed as percentage of total PL fatty acids mean 
± SEM. The results were obtained from two  independent experiments with n=6 












    
-36- 
 
The  results  from  the  time  course  fatty  acid  analysis  of  cells  treated with DPA 
suggest  that  there  is an  immediate  (1 h after  treatment)  incorporation of DPA 
into the cell PL (Fig 2.4). The proportion of DPA reached a peak at 8 h (to 17.2%) 
and then remained constant. From 0‐8 h the proportion of EPA in these cells was 
low and  it gradually  increased from 3.1% at 8 h to 8.1% at 24 h.  In EPA treated 
cells,  there was  an  immediate  incorporation  of  EPA  into  the  cell  PL  and  the 









(Fig  2.2).  Therefore,  the  formation  of  DPA  from  EPA,  which  is  an  elongation 
reaction,  was  apparently  faster  compared  with  formation  of  EPA  from  DPA, 
which  is  a  retro‐conversion  step.    In  case  of  DHA  treated  cells  there was  an 
increase  in  DHA  levels  from  1.8  to  19.8%  from  0  to  24  h,  however  DHA 
supplementation did not cause a significant  increase  in EPA or DPA  levels by 24 










observed  that  all  three  n‐3  LCP,  including  DPA,  significantly  decreased  the 
expression  of  delta‐5  desaturase  and  delta‐6  desaturase  by  ~60  to  94% 
compared with OA. However, of all the n‐3 LCP only, DPA significantly decreased 






supplementation  has  previously  been  shown  to  reduce  the  AA  and  OA 
concentrations in the PL fraction of human plasma (75). Supplementation of cells 
with  the  n‐3  LCP  could  have  led  to  competition  for  the  enzyme  acyl  CoA 
transferase  thereby  decreasing  the  incorporation  of  AA  and  OA  into  PL  (76). 
Since DPA  supplementation also decreased  the AA  levels  in  the cells,  it can be 
speculated  that  DPA  along  with  EPA  and  DHA  may  lead  to  a  reduction  in 
production of pro‐inflammatory prostaglandins and leukotrienes from AA. In the 
present study the reduction  in the proportion of AA was not  large (10%) so any 
effects on eicosanoids would not be expected  to be  large. There  is evidence  in 
the  literature  from an ex vivo  study  that, DPA not only  inhibits AA‐  stimulated 
platelet aggregation but is more effective than EPA and DHA (49). 
 













mRNA  expression  levels  of  delta‐5  desaturase,  delta‐6  desaturase, 
elongase‐5 and elongase‐2 after treatment of FAO cells treated with 50 µM 
of EPA, DPA, DHA, OA or EC for 48 h. The results are expressed as relative 
gene expression  (mean ± SEM). The data  is obtained  from 2  independent 
experiments with  n=3  in  each  experiment. Data was  analysed  using  one 
way  ANOVA  and  post  hoc  comparisons  were  made  using  LSD.  Values 
significantly different  from  the vehicle  (EC) are denoted with * and  those 
different  from oleic acid are denoted as †  (p<0.05). The vehicle has been 
assigned  a  value  of  1.  EC,  ethanol  control;  OA,  oleic  acid;  EPA, 
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less  of  an  effect  (49).  The  results  from  the  present  study  showed  that 





acyl  CoA  oxidase  since  cells  deficient  in  this  enzyme  failed  to  perform  chain 
shortening  (retro‐conversion)  of  DPA  or  DHA  to  EPA  (30).  However,  in  the 
present study, establishing with certainty that there is retroconversion occurring 
would  require  tracer  studies.    Benistant  et  al  (1996)  attempted  to  inhibit  the 
conversion of DPA to EPA in endothelial cells using 4‐pentenoic acid, an inhibitor 
of  β‐oxidation. However,  this  compound  failed  to  stop  this  conversion  (51).  It 
could be due to the fact that this compound is not the most effective inhibitor of 
β‐oxidation or  that  the dose used  (100 µM) did not  inhibit  the  β‐oxidation, or 
that  this  compound does not play a  role  in  the  inter  conversion of  these  fatty 
acids.  
 
Retro‐conversion of DHA and DPA  follow a  similar but not  identical process as 
outlined in Fig 2.6.  In the case of retro‐conversion of DPA, the steps involved are 






reactions  produce  2‐trans,7,10,13,16,19‐DHA which,  following  one  cycle  of  β‐
oxidation,  leads  to  the production of 5,8,11,14,17‐20:5  (EPA)  (77).  It  is possible 





cells  with  DHA  for  48  h  significantly  increased  DHA  and  EPA  levels,  which 
suggests  retro‐conversion  of  DHA  into  EPA.  There  is  also  evidence  in  the 
literature  on  retro‐conversion  of DHA  to  EPA  from  human  feeding  trials. One 
study compared  the metabolism of EPA and DHA by supplementing volunteers 
with 6g/d for 6 days. It was reported that EPA increased the DPA levels in plasma 
and  platelet  PL,  however  DHA  levels  remained  unchanged  (79).  DHA  feeding 
increased  EPA  concentrations  in  plasma  PL,  implying  the  occurrence  of  retro‐
conversion (79, 80). Another study that assessed whether purified EPA and DHA 






















    
  




    
   













of  delta‐5  and  delta‐6  desaturases. DPA  reduces  the  expression  of  elongase‐2 
and elongase‐5. This  could be a  regulatory mechanism by which  they  regulate 
their own synthesis. 
One cycle of β-oxidation 
24:6n‐3 
24:5n‐3 
1) Acyl CoA oxidase 
2) Enoyl CoA isomerise 
3) 2,4-dienoyl CoA 
reductase 





























Both  3‐14C  DPA  and  4,5‐3H  DHA  were  converted  into  EPA  in 
control  fibroblasts,  where  as  cell  lines  deficient  in  acyl  CoA 
oxidase failed to perform this conversion. 
2  Achard et al, 1995 (27)  Endothelial cells 
Fatty  acid  analysis  of  cells 
supplemented  with  25µM  of 









cells  supplemented  with  25µM 
of albumin bound EPA, DPA and 
DHA. 
DPA  and  EPA  supplementation  increased DPA  and  EPA  levels, 









PL.  DPA  supplementation  increased  DPA  levels  and  slightly 















A  significant  fraction  of  14C‐EPA was  elongated  to  DPA.  Cells 





with  the  previously  published  studies  (Table  2.2)  (27,  51,  55). One  previously 
published study has  reported  that  in endothelial cells supplemented with DPA, 




significant  increase  in DPA,  but  not DHA  (51,  55). However,  one  study  in  the 
literature  reported  that  the  media  from  DPA‐incubated  endothelial  cells 
contained small amounts of DHA suggesting that DPA was converted to DHA and 
then  released  into  the  media  (27).  In  the  present  study  the  fatty  acid 







In  the present  study,  it was of  interest  to  identify  the  rate of  incorporation of 
DPA into cell PL over time and its rate of conversion into EPA. Therefore, a time 
course  fatty  acid  analysis  of  FAO  cells was  performed  to  identify  the  rate  at 
which the conversion of DPA to EPA occurred. The time points tested were 0, 1, 
2, 4, 8 and 24 h. It was observed that the forward reaction of formation of DPA 
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from  EPA  appeared  to  be  faster  than  the  retro‐conversion  of  DPA  to  EPA 
(especially in the first 4 h of incubation). The retro‐conversion of DHA to EPA was 





EPA       DPA         DHA 
 
 
After 8 h of  treatment,  the  cells  supplemented with DPA  contained maximum 
amount  of  DPA  while  minimum  amount  of  EPA.  Benistant  et  al  (1996) 
investigated  the metabolism of DPA, using endothelial cells over a 22 h period 
and  reported  that  the maximum  amount  of  DPA  was  observed  after  3  h  of 
treatment (51). This difference between time of maximum incorporation of DPA 
may be due to the difference in cell types. However, in future studies it will be of 
interest  to  investigate  the  effect  of  DPA  treatment  for  8  h  on  the  mRNA 





on  these enzymes. The results also showed an  inhibitory effect of all  three n‐3 









elongase‐5 after 48 h  treatment. Gronn et al  (1992) has previously shown  that 
purified EPA and DHA  inhibited both delta‐6 and delta‐5 desaturase  in  isolated 
rat  liver  cells  (69).  Other  studies  conducted  using  in  vivo  models  have  also 
reported  that dietary n‐3 LCP decreased  the expression of both desaturases  in 
rats  (67, 68).  In  the present  study DPA  significantly  reduced  the expression of 
elongase‐2  and elongase‐5 while EPA and DHA had no  such effect. A previous 
study  conducted  on  adult  male  rats  reported  that  a  fish  oil  enriched  diet 
decreased  the  mRNA  expression  of  elongase‐5  but  had  no  effect  on  mRNA 
expression  of  elongase‐2  (13).  However,  this  particular  study  used  fish  oil 
supplemented diet compared with pure n‐3  fatty acids used  in this study.   This 
inhibitory effect of n‐3 LCP on the mRNA expression of desaturases and of DPA 
on the mRNA expression of elongases could also contribute to the fact that DHA 
production  from  EPA  and  DPA  in  FAO  cells  was  minimal.  Reduction  in  AA 
proportion  in the FAO cells treated with n‐3 LCP could also be explained by this 
inhibitory effect of n‐3 LCP on delta‐6 and delta‐5 desaturases (67, 82), which are 




in  turn  reduces  the  synthesis of n‐3  LCP  and  regulates  their  level  in  the  cells. 
However, futures studies should look at the effect of DPA on protein expression 
and activity levels of desaturase and elongase enzymes to confirm these findings. 
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In  conclusion,  this  study  is  the  first  to  demonstrate  a  time  course  of  DPA 
incorporation and apparent  retro‐conversion  in  rat hepatoma cells. The  results 
suggested  that DPA  and  EPA  get  interconverted  in  rat  liver  cells, whereas  the 
forward conversion into DHA was not observed. A time course fatty acid analysis 
has  shown  that  the  cells  supplemented  with  DPA  showed  maximum 
incorporation of DPA after 8 h of treatment and that EPA levels were minimum in 
the  cells  at  this  time  point.  This  study  also  demonstrated  that  DPA  for  48  h 




Future  studies  should  investigate  the metabolism of DPA using  animal models 
and  investigate  if DPA  is  retro‐converted  to EPA  in animal models as well. The 
effect of the n‐3 LCP on the delta‐6 desaturase and of DPA on elongase‐2 might 
account for the failure of these cells to convert DPA to DHA over 48 h. In future 
studies,  this  could  be  tested  by  feeding  alpha‐linolenic  acid  to  the  cells  to 
determine  if  there  was  any  production  of  DHA.  The  rationale  being  that 
incubations without the n‐3 LCP would remove any potentially  inhibiting effects 
on desaturase and elongase reactions. Future studies should also investigate the 
effect of DPA  treatment  for 8 h on  the mRNA and protein expression  levels as 
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DPA  supplementation  led  to  significant  increases  in  DPA  concentration  in  all 
tissues,  with  largest  increase  being  in  adipose  (5‐fold)  and  smallest  increase 
being  in  brain  (1‐fold).  DPA  supplementation  significantly  increased  the 
concentration of DHA  in  liver and  the  concentration of EPA  in  liver, heart and 
skeletal  muscle,  presumably  by  the  process  of  retro‐conversion.  EPA 
supplementation  significantly  increased  the  concentration  of  EPA  and  DPA  in 
liver,  heart  and  skeletal  muscle  and  the  DHA  concentration  in  liver.  DHA 
supplementation elevated the DHA levels in all tissues and EPA levels in the liver. 
However, DHA  supplementation did not  lead  to  increased DPA  levels  in any of 
the  tissues  investigated. Adipose was  the main  tissue  site  for  accumulation of 
DPA, EPA and DHA.  






adipose, heart  and  skeletal muscle.  Future  studies  should  investigate  if  longer 
term feeding or a higher dose of DPA can lead to increased DHA concentrations 
in the tissues. Future research should also investigate if DPA is conserved from β‐





appears  to  be minimal.  However,  no  animal  studies  have  been  conducted  to 
investigate the conversion of pure DPA to DHA in mammals, presumably because 




supplementation  on  DPA,  EPA  and  DHA  concentrations  in  rat  tissues.  The 
hypothesis being  tested was  that dietary supplementation of DPA will  increase 
both tissue EPA and DHA levels and decrease AA levels.  The novelty of this study 










into  four groups of eight animals.   The  rats were maintained on an ad  libitum 
chow diet with water throughout the study. The total  lipid content of the chow 
diet used was 5.7 (g/100g of wet weight) (Table 3.1). The three main unsaturated 
fatty  acids present  in  the diet were OA  (29.7%),  linoleic  acid  (31.2%)  and ALA 
(3.4%). There were no n‐3 LCP detected  in  the diet. The  rats were pair housed 






changes  in  fatty  acid  composition  of  LCP  occurred  within  3  days  of 
supplementation (84‐87). In the present study, we used 50 mg of fatty acids for 
animals weighing 68‐101 g. Thus, it was expected that the dose of 50 mg of fatty 
acids given  for 7 days would be sufficient to detect changes  in tissue  fatty acid 
composition. The weight of the animals was recorded every day  for 7 days. On 
the 8th day the animals were sacrificed by  lethal  injection of Lethobarb  (Virbac, 
NSW, Australia).  Brain, heart, epididymal fat (adipose), skeletal muscle and liver 
were removed  from  the animal, washed  in  ice‐cold saline  (0.9% NaCl solution), 
and then dried on a paper towel. 
 


























The  tissues  were  minced  and  the  tissue  lipids  were  extracted  by 
chloroform/methanol 2:1, as described by Sinclair et al, 1987 (88). Samples were 
weighed and added to a flask with 20 ml chloroform: methanol 1:1 and butylated 
hydroxytoluene  (BHT)  solution.  An  internal  standard  of  docosatrienoic  acid 
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(22:3n‐3)  (Nu‐Chek  Prep,  USA),  was  added  and  the  samples  were  then  left 
overnight  at  4C.  Samples  were  allowed  to  reach  room  temperature,  then 
filtered  into a  separation  funnel. The  flasks were washed with  chloroform and 




water  bath  set  at  35C  and  the  dried  lipid was  diluted with  chloroform.  The 
solution was then quantitatively transferred into a volumetric flask. 1.0 ml of the 
lipids  were  aliquoted  into  a  pre‐weighed  vial  and  dried  under  a  stream  of 
nitrogen.  The  vial was  re‐weighed  and  the mass  of  dried  lipid  in  1.0 ml was 

















removed with  a  pasture  pipette  and  transferred  to  a  tube  containing  2 ml  of 
distilled water. When  the upper phase was  clearly  separated, Four  fifth of  the 
upper  layer was transferred  into a clean test tube containing a small amount of 
anhydrous  Na2SO4.    Four  fifth  of  the  petrol  phase was  removed  into  a  clean 





petroleum  ether.  The  sep‐pack  cartridge  was  pre‐conditioned  with  5  ml 
petroleum  ether.  The  fatty  acid methyl  ester  samples were  added  in  3 ml  of 
petroleum  ether  solvent,  then  added  to  the  cartridge  and  the  solution  was 
discarded. The cartridge was washed with 2 ml petroleum ether and the eluate 
was collected  in a  tube. The cartridge was washed with 5 ml of  the 5% diethyl 
ether solution and eluate collected in the same tube. The cartridge was washed 










mm  ID, 0.25 µm  film  (SGE, Alltech Associates Pty Ltd, NSW, Australia). The GLC 













Class GC10  software.  Fatty  acids were  identified by  comparison with  standard 
mixtures of FAME and the results calculated using response factors derived from 
chromatographing  standards  of  known  composition  (Nu‐Chek  GLC  reference 
standard 403, MN, USA). The tissue fatty acid content was calculated as follows:  
Fatty acid content =     FA area      x C22:3 used (mg) x            1       x 100 
      C22:3 Area                   tissue used (g) 
FA area is the area of a specific FA recorded on the GC trace 
C22:3n‐3 area is the area of the internal standard as recorded on the GC trace.       




The  liver  tissue  (75 mg) was  homogenised  and  the  RNA was  extracted  using 
RNeasy mini kit (Qiagen, Valencia, CA). The quality and concentration of resulting 
RNA  samples  were  determined  using  Agilent  2100  Bioanalyzer  (Agilent 
Technologies,  Palo Alto, CA)  following manufacturer’s  instructions.  First‐strand 
cDNA  was  generated  from  1μg  total  RNA  using  the  AMV  RT  kit  (Promega, 
Madison,  WI).    mRNA  levels  of  delta‐  5  desaturase  (NM_053445),  delta‐  6 
desaturase (NM_031344), elongase 2 (AB071986), elongase 5 (NM_134382) and 
acyl‐CoA oxidase  (NM_017340) were measured using specific primers designed 
using  Primer  Express  software  package  version  3.0  (Applied  Biosystems)  from 
gene  sequences  obtained  from  GenBank.  RT‐PCR  was  performed  using  the 
GenAmp 7500 sequence detection system (Applied Biosystems, Foster City, CA).  
PCR was performed in duplicate with reaction volumes of 20 μl, containing SYBR 
Green 1  (Applied Biosystems).   Data was obtained using a  comparative  critical 
threshold  (Ct)  method  where  the  amount  of  target  was  normalized  to  the 






















for  the  Social  Sciences  software  (SPSS  version 17.0;  Fullerton, USA).  Significant 
differences  between  dietary  groups were  tested  using  a  one‐way  ANOVA  for 
each  type  of  fatty  acid.  Normality  of  distribution  was  tested  using  the 
homogeneity  of  variance  test.  If  the  test  was  non‐significant,  the  post‐hoc 
comparisons were made using  the  least  significant difference  (LSD)  test with a 
significance  level of <0.05.  If  the homogeneity of  variance  test was  significant, 
the data was analysed using Welch  test and post‐hoc  comparisons were made 
using Dunnetts T3 test with a level of <0.05 considered as significant. 











There was no  significant difference  in  the body weights of animals between various 
dietary groups.   The average body weight of rats  in OA, EPA, DPA and DHA groups at 
the start of   the study was 76 ± 4, 75 ± 6, 75 ± 5 and 77 ± 3, respectively, and after 7 




























or DHA per day  for 7 days. The  results are expressed as mean ± SEM  (n=8 per 






Liver  tissue: Fig 3.2 presents  the  fatty acid composition of  the  liver.  It was observed 
that the EPA concentration in the liver tissue was significantly increased in animals fed 
EPA, DPA as well as DHA. The DPA concentration was significantly increased in animals 
supplemented with DPA  and  EPA.  Interestingly,  the DHA  concentration  in  liver was 
increased  in animals supplemented with EPA, DPA and DHA suggesting conversion of 
EPA and DPA into DHA in liver. The DPA fed group showed a 60% increase in liver DHA 




Dietary Group  Liver  Brain  Heart 
OA Control  5.9 ± 0.3  1.7 ± 0.05  0.5 ± 0.03 
EPA Group  5.5 ± 0.3  1.7 ± 0.04  0.6 ± 0.03 
DPA Group  6.3 ± 0.2  1.7 ± 0.04  0.6 ± 0.02 
DHA Group  5.9 ± 0.3  1.7 ± 0.05  0.5 ± 0.02 








of  tissue  (n=8).  Data  was  analysed  using  one  way  ANOVA  and  post  hoc 
comparisons were made using  LSD. Different  superscripts  represent  significant 

















of  tissue  (n=8).  Data  was  analysed  using  one  way  ANOVA  and  post  hoc 
comparisons were made using  LSD. Different  superscripts  represent  significant 














(n=8). Mean±SD values within a  row with unlike  superscripts were  significantly 





OA Control   EPA Group   DPA Group   DHA Group 
 Mean SD Mean SD Mean SD Mean SD 
Brain 
OA 2.97a 0.03 3.03ab 0.05 3.12b 0.05 3.10ab 0.06 
AA 2.01a   0.05 2.01a 0.04 2.03a 0.03 1.98a 0.05 
EPA 0.02a   0.00 0.02a   0.00 0.02a   0.00 0.03a 0.00 
DPA 0.08a 0.01 0.10b 0.01 0.11b 0.01 0.07a 0.00 
DHA 2.50a 0.05 2.62ab   0.03 2.65ab   0.06 2.70b  0.08 
 
Adipose 
OA 948.33a 64.66 1031.5 119.07 823.57a 62.55 703.85b 50.27 
AA 40.48a 4.64 36.28a 5.79 31.88 a 2.95 29.28a 3.73 
EPA 3.87a 0.50 30.42a 7.95 14.37a 4.32 5.29a 0.90 
DPA 11.00a 2.48 29.96a 9.07 55.68a 13.73 23.48a 5.43 
DHA 16.62a 1.20 23.20ab 3.16 27.01ab 3.03 57.04a 10.23 
 
Skeletal Muscle 
OA 3.98a   0.68 3.95a   0.62 3.35a   0.48 3.62a 0.45 
AA 1.48a   0.08 1.26 a 0.03 1.23a 0.03 1.22a 0.02 
EPA 0.03a 0.00 0.23b 0.04 0.11bc 0.01 0.04ac 0.01 
DPA 0.27a 0.27 0.50b 0.03 0.87c 0.06 0.21a 0.02 
DHA 0.55 a   0.04 0.66b 0.03 0.61ab 0.02 1.31c 0.05 
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Heart:  It  was  observed  that  supplementation  of  animals  with  DPA  led  to  a 
significant  increase  in DPA  and  EPA  concentration  in  heart  (Fig  3.3).  Similarly, 
supplementation of  rats with EPA  significantly  increased EPA and DPA  levels  in 
heart. However,  tissue DHA concentration was  increased  in DHA supplemented 
group  only.  All  three  n‐3  fatty  acids  significantly  decreased  tissue  AA 
concentration in heart. 
 
Brain:  It was observed  that DPA  levels  in brain were  increased  in both  the EPA 
and DPA  group.  The  EPA  concentration  in  brain was  observed  to  be  very  low 
(0.3mg/g of tissue) and remained unchanged before and after the study. In brain, 
both DPA  and DHA  supplementation  led  to  a  significant decrease  in  tissue AA 
levels. 
 
Other  tissues:  In  skeletal muscle  it was observed  that  supplementation of  rats 
with  DPA  significantly  increased  tissue  DPA  and  EPA  levels  and  vice  versa.  
However,  DHA  concentration was  increased  in  the  DHA  supplemented  group 





Table  3.4  presents  the mRNA  expression  levels  of  elongases  and  desaturases 
involved in synthesis of the long chain n‐3 fatty acids. The liver mRNA expression 
levels  for  delta‐5  desaturase,  delta‐6  desaturase,  elongase‐5,  elongase‐2  and 
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OA Control  1.00 ± 0.24  1.00 ± 0.29  1.00 ± 0.26  1.00 ± 0.23  1.00 ± 0.32 
EPA Group  1.11 ± 0.31   1.12 ± 0.26  1.22 ± 0.18  1.03 ± 0.20   1.15 ± 0.51 
DPA Group  1.76 ± 0.78  1.30 ± 0.40  1.29 ± 0.18  1.07 ± 0.23  1.21 ± 0.28 
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a  significant  increase  in  EPA  concentrations  in  liver, heart  and  skeletal muscle 
and a non‐significant increase in EPA concentrations in adipose tissue suggesting 
the  retro‐conversion  of  DPA  into  EPA  in  vivo.  As  discussed  in  chapter‐2  the 
process of retro‐conversion was first described by Stoffel et al for DHA (29) and 
subsequent work by Christensen et al  in human  fibroblasts  indicated the retro‐
conversion of DHA and DPA were both likely to involve the peroxisomal acyl‐CoA 






It was also observed  from  this study  that EPA  fed animals showed a significant 
increase  in EPA and DPA concentrations  in  the  liver, heart and skeletal muscle. 
These data confirm  the  findings reported  in chapter‐2 and are also  in  line with 
previously published cell culture studies which showed that EPA is converted into 
DPA  in endothelial  cells and hepatocytes  (51, 55).  It  is evident  from  this  study 
that EPA and DPA are interconverted in the body and therefore, DPA may act as 
a source of EPA in the body and vice‐versa. This is particularly relevant in adipose 
tissue which  had  the  highest  concentrations  of  these  PUFA  and  consequently 
adipose may act as a  reservoir of  these  fatty acids. Supplementation with EPA 
had no effect on brain EPA  levels which are known to be very  low (in this study 
0.02mg/g).  It  has  recently  been  suggested  that  low  levels  of  EPA  in  brain 
phospholipids  compared  to DHA may  be  the  result  of  its  rapid  beta  oxidation 
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upon  uptake  by  the  brain  (89).  There  is  no  evidence  in  the  literature  about 
oxidation of DPA compared to EPA and DHA. 
 
Another very  significant  finding of  this  study was  that  supplementation of  rats 
with DPA  led  to  a  significant  increase  in  liver DHA  concentrations  and  a  non‐
significant  increase  in brain,  compared with  the  control group  fed OA.  Liver  is 
regarded  as  a major  site  for  LCP  synthesis  (63)  and  since  this was  short‐term 
study only, there may have been insufficient time for the increased liver DHA to 
be delivered  to  the other  tissues  via plasma  lipoprotein  transport.  The  results 
from  the  liver  cell  study  discussed  in  previous  chapter  and  from  previously 
published cell culture studies conducted using endothelial cells and hepatocytes 
failed  to demonstrate  the  conversion of DPA  to DHA  in vitro  (51, 55).  It  is not 
clear  whether  this  was  due  to  a  limited  ability  of  these  particular  cells  to 
desaturate  LCP.  It  is  possible  that  these  cells  lack  in  desaturases  enzymes 
compared with the liver tissue or it could be due to competition between 24:5n‐
3  and ALA  for metabolism  to DHA  (26).  It will be beneficial  to  investigate  the 
enzyme activity of desaturase enzymes  in FAO cells and  in  rat  tissues  in  future 
studies to understand this inconsistency between in vitro and in vivo data. 
 
In  this study,  the DHA  fed group was  regarded as a control group  to  judge  the 
effectiveness of increases in DHA concentration in the EPA‐ and DPA‐fed groups. 
There was an  increase  in  the  tissue DHA  concentrations  in  the DHA‐fed group 
with  the  largest  rise occurring  in adipose  tissue  (3.4‐fold),  followed by  skeletal 
muscle  (2.4‐fold), heart  (2.1‐fold),  liver  (1.8‐fold) and brain  (1.1‐fold).  It was no 
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surprise  that  significant  increases  in  DHA  were  observed  as  this  has  been 
observed by many groups in a variety of dietary supplementation studies (26, 90, 
91). It was also observed that DHA supplementation  increased the EPA  levels  in 
liver suggesting retro‐conversion into EPA.   
 
In  this  study,  DPA,  EPA  and  DHA  supplementation  also  led  to  a  significant 
decrease  in tissue AA  levels  in  liver and heart and a non‐significant decrease of 
AA  in muscle and adipose. This could be explained by  the  fact  that n‐3LCP are 
known to have an  inhibitory effect on delta‐6 and delta‐5 desaturases  (67, 82), 
which  are  involved  in  synthesis  of  AA  from  linoleic  acid.  More  importantly, 
supplementation of cells with the n‐3 LCP could have led to competition for the 
enzyme  acyl  CoA  transferase  thereby  decreasing  the  incorporation  of  AA  into 
phospholipids (76).  
 
The  liver mRNA  expression  levels  of  the  enzymes  involved  in  the  synthesis  of 
these  n‐3  LCP were  also  investigated  to make  sure  that  conversion  of DPA  to 
DHA  was  not  restricted  because  of  lack  of  the  enzymes  involved.  The  data 
demonstrated no significant differences between the mRNA expression levels of 
delta‐5 desaturase, delta‐6 desaturase, elongase‐5 and elongase‐2. These results 
suggest  that  the  restricted  conversion  of  DPA  to  DHA  was  not  due  to 
unavailability of enzymes  (as  suggested by  gene expression  levels). A previous 
study conducted on Wistar rats looked at the effect of dietary LA, ALA and DHA 
on  Acox  and  found  no  significant  differences  between  various  dietary  groups 
(92). Another study conducted on adult male Sprague Dawley rats reported that 





that  purified  EPA  and  DHA  inhibited  both  delta‐6  and  delta‐5  desaturase  in 
isolated  rat  liver  cells  and  this  inhibition  disappeared with  an  increased  dose. 





compared  them with OA. Another explanation  for  these non‐significant  results 





effects  of DPA.  It  is  expected  that  this might  be  due  to  the  relatively  limited 
availability and high cost of pure DPA. But in light of the present literature it can 
be  speculated  that  the  metabolic  consequences  of  accumulation  of  DPA  in 
tissues could be related to the accumulation of DPA, EPA and DHA from DPA and 
to  inhibition  of AA metabolism.  Two  studies  are worth mentioning  since  both 
reported  an  effect  of  pure  DPA  on  platelet  function  through  AA  pathway 
inhibition (9, 49). One of these studies reported that platelets metabolize 22:5n‐
3  into  11‐  and  14‐hydroxy  docosapentaenoic  acids  via  an  indomethacin‐
insensitive pathway (9). They also reported that when DPA is released along with 




5,8,10‐heptadecatrienoic  acid  (HHT)  production  from  AA.  Akiba  et  al  (2000) 
looked at the effects of DPA on platelet aggregation and AA metabolism in rabbit 
platelets  and  compared  them  with  those  of  EPA  and  DHA  (49).  The  results 
showed  that  n‐3  fatty  acids  inhibited  collagen‐  or  AA‐stimulated  platelet 




In  conclusion,  the  data  presented  in  this  chapter  demonstrated  that  oral 
consumption of dietary DPA  in young male  rats  increased  the concentration of 





Future  studies  should  investigate  if  long  term  feeding or a higher dose of DPA 
can  lead  to  increased DHA concentrations  in  the  tissues. Previous studies have 
shown that DHA is highly conserved in brain tissue while EPA in readily oxidised, 
however,  there  is  no  literature  available  on  oxidation  of  DPA  (89).  Future 
research should also investigate if DPA is conserved from β‐oxidation and mainly 




































The aim of  the current study was  to determine  the extent to which  the DPA  is 
catabolised to CO2 compared with EPA and DHA. The second aim was to examine 
the  incorporation of  label  into  the  various  lipid  fractions  like PL, diacylglycerol 





For  this  study,  twenty,  3‐wk‐old  male  weanling  Wistar  rats  (5/group)  were 
administered a single oral dose of either 2.5 µCi of 1‐14C‐DPA or 1‐14C‐EPA or 1‐
14C‐DHA or 1‐14C‐oleic acid (OA). The lipid form of the labelled compounds was as 
the  free  fatty  acid.  After  dosing,  the  animals  were  immediately  placed  in  a 
metabolism  chamber  for  the  next  6  h.  The  exhaled  14CO2 was  bubbled  into  a 
trapping solution and counted  for  radioactivity. Twenty  four h after dosing  the 
animals  were  euthanized  and  tissues  were  removed  and  assayed  for 
radioactivity.  Tissue  lipids were  extracted  and  thin  layer  chromatography was 

















and  kidney.  In  heart  both  DPA  and  DHA  showed  significantly  (p<0.05)  higher 
accumulation  of  label  compared with OA  (by  11‐fold)  and  EPA  (by  3‐fold).  In 
brain  it was observed  that EPA, DPA and DHA groups had significantly  (p<0.05) 
higher amount of  label compared with the OA group by 3.1‐, 4.2‐ and 6.1‐fold, 





in  the  lipid  fraction  of  tissues.  The  counts  in  the  aqueous  fractions  were 
significantly (p<0.05) higher  in the OA group compared with the n‐3 LCP groups 
in brain, liver, heart and kidney. In muscle and adipose, there was no difference 
in  incorporation  of  the  label  between OA  and  n‐3  LCP  groups  in  the  aqueous 
fraction. The PL fraction was clearly the most labelled for the n‐3 LCP compared 
with OA in all the tissues. In all tissues except adipose, between 40% and 80% of 
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the  tissue  labelling was  found  in  the PL  fraction. The  labelling of PL  in adipose 
was <20% of total tissue  lipids.  In heart, DPA was highly  incorporated  in the PL 
and was 3‐fold higher than OA.  
 
In  the  present  study, DHA  compared with  the  other  fatty  acids  showed  a 
higher  incorporation  in  all  tissues  (as  %  of  dose),  except  adipose.  These 
results  are  consistent  with  the  14CO2  data,  since  DHA  is  conserved  from 
oxidation  it  is expected  to be deposited  in  the  tissues. The  label  in OA was 
recovered mainly as 14CO2 followed by adipose and muscle. Recovery of EPA 
as  CO2  was  19%,  followed  by  9%  in  liver  and  6%  in muscle.  It  was  also 
observed that DPA was highly incorporated into muscle (12%), adipose (10%) 
and liver (10%), while the recovery of DPA as CO2 was low (5%). However, it 
must  be  noted  that  the  data  for  adipose,  muscle  and  plasma  is  an 





This study showed  that DPA  is more conserved  from  β‐oxidation compared 
with OA and EPA. It was found that DPA was mainly deposited in tissues like 
muscle,  adipose,  and  liver.  Higher  incorporation  of  DPA  in  the  heart  PL 
fraction  compared  with  OA  and  EPA  suggests  that  DPA  might  have  a 
beneficial role in this tissue.  
 




In the previous chapter,  it was shown that  in rats, DPA supplementation  led to 
deposition  of  DPA  in  tissues  such  as  adipose,  heart  and  liver.  Part  of  the 





oxidation  of medium  chain  and  essential  LCP  in  rats  and  reported  that  of  the 
investigated  fatty  acids  (OA< ALA<  LA< GLA  and AA), ALA  and OA had equally 
higher rates of oxidation compared with the other LCP (93). Fu and Sinclair also 
reported that in guinea pigs, ALA was more prone to β–oxidation or excretion via 





There have been no studies to  investigate  if DPA  is conserved from β‐oxidation 
or  if  it  is rapidly oxidised compared with EPA and DHA.   There  is also no data  in 
the literature about incorporation of DPA into various lipid fractions like PL, DAG, 
TAG, etc.  The aim of the current study was to determine the extent to which the 
14C‐DPA  is  catabolised  to  CO2  (β‐oxidation,  leading  to  the  labelled  fatty  acids 
being  broken  down  to  acetyl  CoA  and  in  the  process  be  excreted  as  labelled 
carbon  dioxide  or  used  for  synthesis  of  cholesterol  and  saturated  and 




















the animals was  recorded on  the  first day of  the experiment. The animals had 
free access to food and water. The rats were then administered a single dose of 









into  the  rat stomach  through  the  throat and  the oil was  injected  into  the  tube 
using a syringe. The dose was administered to all animals at the same time of the 





Fig  4.1  Schematic  system  used  to  collect  the  air  expired  from  the  rat.  1: 
Metabolic  chamber,  2: CO2  trap  bottle  containing  the  trapping  solution,  3:  an 








min,  per  cage was maintained.  The  exhaled  14CO2 was  bubbled  into  a  50 ml 
solution of   methoxyethylamine  : ethanolamine  (2:1 v/v)    (93). The set up was 
first  tested  in  a  trial  run  with  2  bottles  of  trapping  solution,  however  no 
radioactivity was  detected  in  the  second  bottle.  Therefore,  for  the  remaining 




The  air was  then  passed  through  another  flask  of  distilled water  to  trap  any 
vapours produced. One ml of  trapping  solution was  removed  and  counted  for 
radioactivity from bottle # 2 (in Fig 4.1) every hour for the next six hours using 3 
ml  of  scintillation  fluid  (Ultima Gold,  PerkinElmer, USA).   On  each  occasion,  4 
animals were dosed at a  time and placed  in separate metabolic chambers. The 
dpm of CO2 collected was  then converted  into percentage of dose. After 6  the 




removed  from  the  animal,  washed  in  ice‐cold  saline  (0.9%  NaCl  solution)  to 










sodium  solution  was  added  to  the  samples  to  reduce  foaming  (caused  by 
hydrogen peroxide). Then 0.2 ml of 30% hydrogen peroxide was added in 0.1 ml 
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increments.  The  samples were  allowed  to  stand  for  a  few min  to  subside  any 














upper  aqueous  layer  was  added  to  3  ml  scintillation  fluid  (Ultima  Gold, 





An  aliquot  of  the  extracted  lipid was  subjected  to  TLC.  Silica  gel  plates were 
prepared by using 7 g of  silica gel 60 G  (Merck, Germany)  in 17 ml of distilled 
water. Once dried, the plates were activated at 100°C for 60 min and allowed to 
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cool down  for 40 min  in a desiccator, prior  to use. Samples were  spotted and 
developed  in hexane‐diethylether‐acetic acid 85:15:2  (v/v)  in paper  lined tanks, 
previously equilibrated  for 60 min. The  lipids were visualized with 0.1% 2′, 7′  ‐ 
dichlorofluroescein indicator (Scharlau, Spain). The PL, DAG, cholesterol, FFA and 
TAG bands were identified using standards and scraped off into scintillation vials 
and  counted  using  3 ml  of  scintillation  fluid.  There was  unexpectedly  a  poor 




Data  calculations  and  statistical  analysis  were  performed  using  the  Statistical 
Package  for  the  Social  Sciences  software  (SPSS  version  17.0;  Fullerton,  USA). 
Significant  differences  between  dietary  groups  were  tested  using  a  one‐way 
ANOVA for each type of fatty acid. Normality of distribution was tested using the 
homogeneity  of  variance  test.  If  the  test  was  non‐significant,  the  post‐hoc 
comparisons were made using  the  least  significant difference  (LSD)  test with a 





All  experimental  procedures  involving  animals  were  performed  under  the 
Australian Code of Practice for the care and use of animals for Scientific Purposes 
and were approved by Deakin University Animal Welfare Committee. 








































































Group  Liver  Brain  Heart  Kidney 
14C‐OA  3.44 ±0.39  1.47 ± 0.07  0.31 ± 0.03  0.39 ± 0.03 
14C‐EPA  3.53 ±0.46  1.51 ± 0.02  0.31 ± 0.02  0.44 ± 0.03 
14C‐DPA  3.54 ±0.52  1.48 ± 0.05  0.30 ± 0.04  0.40 ± 0.04 
14C‐DHA  3.75 ±0.30  1.58 ±0.04  0.33 ± 0.03  0.43 ± 0.02 




Fig  4.3:  Incorporation  of  14C‐OA,  14C‐EPA,  14C‐DPA  or  14C‐DHA  into  CO2 
released by animals  in 6 h after  supplementation with 2.5 µCi of  14C‐OA, 
14C‐EPA,  14C‐DPA or  14C‐DHA. Results  are  expressed  as percentage of dose 
(mean ± SE)  (n=5 per group). Data obtained at 6 h was analysed using one 





Fig 4.4: Area under  the  curve  for % of dose of CO2  collected  in 6 h  after 
supplementation  with  2.5  µCi  of  14C‐OA,  14C‐EPA,  14C‐DPA  or  14C‐DHA. 
Results are expressed as percentage of dose x h  (n=5 per group). Data was 
analysed using one way ANOVA and post hoc comparisons were made using 
LSD. Different  superscripts  represent  significant difference  from  control OA 
group. 




Fig  4.3  shows  the  rate  of  expired  14CO2  recovered  as  a  function  of  time, 
expressed  as percentage of dose  administered  to  the  rats. To quantify  the 
total amount of 14CO2 expired in 6 h the area under each curve for Fig 4.3 was 
calculated using the trapezoidal rule (Fig 4.4). It was observed that OA lead to 
significantly greater  label  (p<0.05)  in  the  collected CO2 after 6 h  compared 
with EPA (by 3.3‐fold) DPA (by 12.5‐fold) & DHA (by 9.2‐fold) (Fig 4.3). At the 
end of 6 h  it was observed  that  the amount of  14CO2 collected  for EPA was 
significantly  higher  (p<0.05)  than  that  of  DPA  and  DHA  by  4‐  and  3‐fold, 




The  incorporation of radioactivity  in  liver, heart, brain and kidney after 24 h 
of an oral administration of the 14C‐OA, 14C‐EPA, 14C‐DPA or 14C‐DHA is shown 
in Fig 4.5.  It was observed  that  incorporation of  radioactivity was higher  in 
the n‐3  LCP  group  compared with OA  in  all  tissues. DHA was deposited  in 
significantly (p<0.05) higher amounts compared with OA, EPA and DPA  in all 
four tissues, namely  liver, heart, brain and kidney.  In  liver the  incorporation 












with  2.5  µCi  of  14C‐OA,  14C‐EPA,  14C‐DPA  or  14C‐DHA.  The  results  are 
expressed as mean  (±  SEM) percentage of dose  (n=5 per group). Data was 
analysed using one way ANOVA and post hoc comparisons were made using 












of animals  supplemented with 2.5 µCi of  14C‐OA,  14C‐EPA,  14C‐DPA or  14C‐
DHA. The results are expressed as mean (± SEM) percentage of dose (n=5 per 
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In  heart  both  DPA  and  DHA  showed  significantly  (p<0.05)  higher  label 
compared with OA (by 11‐fold) and EPA (by 3‐fold). In brain it was observed 
that EPA, DPA and DHA groups had  significantly  (p<0.05) higher amount of 
label  compared  with  OA  group  by  3.1‐,  4.2‐  and  6.1‐fold,  respectively. 
Similarly  in  kidney,  EPA, DPA  and DHA  groups  had  a  significantly  (p<0.05) 
higher amount of  label compared with OA group by 2.1‐, 2.3‐ and 3.5‐fold, 
respectively.  Since  the  total  adipose  and muscle were  not  dissected  from 
these rats, it was not possible to directly estimate the amount of radioactivity 
deposited  in  the  whole  adipose  and  muscle  compartments.  From  the 
literature  (98,  99),  it  was  found  that  the  weight  of  adipose  and  skeletal 
muscle  in  these animals might be expected  to be of  the order of 8.9%  (rat 
data)  and  27%  of  body  weight  (rat  data),  respectively.  Therefore,  these 
figures  were  used  to  estimate  the  tissue  weights  and  derive  the  total 




tissue  compared  with  the  n‐3  LCP,  this  difference  was  statistically  non‐





of body weight, based on data  from  rats  (100) and  the counts  in per ml of 
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plasma after 24 h of dosing were derived  for  the  total plasma volume  (Fig 
4.6).  It was observed that DHA had a significantly (p<0.05) higher % of dose 




Table  4.2  shows  the  percentage  of  radioactivity  incorporated  into  the 
aqueous  fraction  extracted  from  the  tissues  compared with  that  into  total 
lipids.  The  results  showed  that  approximately  >90%  of  radioactivity  was 
deposited  in  the  lipid  fraction.  The  counts  in  aqueous  fractions  were 








Fig  4.7  shows  the  results  from  radioactivity  incorporated  into  the  PL  and 












  Brain  Liver  Heart  Kidney  Muscle  Adipose 
Average  Total lipids  Aqueous  Total lipids  Aqueous 
Total 
lipids  Aqueous  Total lipids  Aqueous  Total lipids  Aqueous  Total lipids  Aqueous 
OA Group  88.4 ± 1.6a  11.6 ± 1.6 a  94.9 ± 0.9 a  5.1 ± 0.9 a  97.0 ± 1.4a  3.0 ± 0.8 a  94.3 ± 1.1 a  5.7 ± 1.1 a  92.0 ± 4.2 a  3.9 ± 1.2 a  99.7 ± 0.1 a  0.3 ± 0.1 a 
EPA Group  93.9 ± 1.3 b  6.1 ± 1.3 b  99.7 ± 0.1 b  0.3 ± 0.0 b  99.7 ± 0.1a  0.3± 0.1 b  97.8 ± 0.8 a  2.2 ± 0.8 b  98.9 ± 0.2 a  1.1 ± 0.2 a  99.6 ± 0.2 a  0.4 ± 0.2 a 
DPA Group  93.5 ± 1.7 b  6.5 ± 1.7 b  99.5 ± 0.1 b  0.5 ± 0.1 b  99.8 ± 0.0a  0.2 ± 0.0 b  98.6 ± 0.3 a  1.4 ± 0.3 b  99.2 ± 0.1 a  0.8 ± 0.1 a  99.4 ± 0.2 a  0.6 ± 0.2 a 




In brain and  liver, DHA was most highly  incorporated  in  the PL, which was 
2.3‐  and  2.0‐fold  higher  than  OA,  respectively.  In  heart,  DPA  was  highly 
incorporated in the PL and was 3‐fold higher than OA. 
 
Brain,  heart  and  kidney  showed  the  greatest  differential  for  the  n‐3  PUFA 





the case of kidney  the differential  ranged  from 2.2‐  to 2.5‐  fold  for  the n‐3 
LCP  groups,  compared  with  the  OA  group.  Adipose  showed  the  lowest 




between  the  PL  and  TAG+FFA  fractions.  For  muscle  tissue,  for  OA  the 
TAG+FFA fraction was clearly more labelled than the PL fraction; in contrast, 
in  the muscle  there was more  or  less  equal  labelling  of  PL  and  TAG+FFA 
fraction for the n‐3 LCP. In the case of adipose tissue, more than half of the 







standards  showed  label  in  this  fraction,  ranging  from  3.4  to  50%  of  the 
radioactivity  in different tissue  lipids with the different  isotopes.  In general, 



























significant  superscripts  are  significantly  different  (p<0.05).  OA,  oleic  acid;  EPA, 
eicosapentaenoic acid; DPA, docosapentaenoic acid; DHA, docosahexaenoic acid. 
*  FFA  and  TAG  fractions  were  poorly  separated  on  most  TLC  plates  so  these  two 
fractions were pooled for 14C‐ determinations. 
 
 OA Group EPA Group DPA Group DHA Group 
Brain 
Phospholipid 35.4 ± 4.8a 58.2 ± 2.9b   70.9 ± 1.0c 80.0 ± 0.9d 
Cholesterol 27.2 ± 3.4a 22.2 ± 3.8a 13.4 ± 2.1b 9.6 ± 0.2c 
FFA + TAG* 37.4 ± 3.9a 19.6 ± 1.9b 15.7 ± 2.5bc 10.4 ± 0.9c 
Liver 
Phospholipid 28.87 ± 2.2a 54.8 ± 1.1b 54.5 ± 2.1b 58.9 ± 1.0b 
Cholesterol 29.1 ± 2.3a 3.4 ±0.4b 6.1 ± 0.9b 5.0 ± 1.3b 
FFA + TAG* 42.1 ± 3.0a 41.7 ± 1.3a 39.4 ± 1.5a 36.2 ± 1.4b 
Heart 
Phospholipid 27.3 ± 10.6a 57.8 ± 6.8b 73.5 ± 2.3b 68.7 ± 3.1b 
Cholesterol 50.7 ± 14.7a 26.2 ± 6.8a 8.4 ± 1.6b 21.5 ± 3.9b 
FFA + TAG* 22.0 ± 5.4a 16.0 ± 4.2ab 18.1 ± 2.8ab 9.8 ± 1.1b 
Kidney 
Phospholipid 19.8 ± 3.3a 50.6 ± 4.8b 42.9 ± 2.7b 49.7 ± 2.5b 
Cholesterol 21.5 ± 5.0a 7.0 ± 0.9b 13.0 ± 3.5ab 11.6 ± 1.0ab 
FFA + TAG * 58.7 ± 4.2a 42.4 ± 4.3b 44.1 ± 4.6b 38.7 ± 2.2b 
Muscle 
Phospholipid 17.7 ± 1.9a 45.1 ± 3.3b 45.8 ± 5.1b 49.4 ± 4.0b 
Diacylglycerol 14.4 ± 3.1a 11.1 ± 1.7a 5.8 ± 0.7b 7.7 ± 1.0b 
Cholesterol 9.1 ± 1.5a 8.5 ± 1.5a 5.0 ± 0.5a 12.2 ± 2.6a 
FFA + TAG* 58.8 ± 3.7a 35.3 ± 1.7b 43.5 ± 5.4a 30.7 ± 1.6b 
Adipose 
Phospholipid 6.6 ± 0.6a 17.3 ± 3.4ab 18.8 ± 1.1b 11.4 ± 0.8c 
Diacylglycerol 15.5 ± 2.6a 17.1 ± 2.4a 12.4 ± 1.3a 12.5 ± 1.7a 
Cholesterol 19.2 ± 2.3a 14.1 ± 1.2a 16.2 ± 3.9a 10.7 ± 3.0b 







the  liver,  there  was  significantly  higher  proportion  of  the  label  in  the 
cholesterol in the OA group than for the n‐3 LCP. In adipose, kidney & muscle 







h. This  is  the  first  study  to  report on  the oral administration of  14C‐DPA  to 










































OA  48  58 1.2 OA  64
ALA  42  65 1.5 EPA  19
LA  22  50 2.3 DPA  5
γ‐LA  13  28 2.2 DHA  7




In  the  present  study,  it was  observed  that  at  6  h  EPA  had  a  significantly 
higher extent of β‐oxidation compared with DPA and DHA by 4‐ and 3‐fold, 
respectively. These differences could be due  to differences  in carbon  lchain 
legth of these  fatty acids. Previously published studies have also reported a 
higher  β‐oxidation  rate  of  EPA  compared with  DHA. Madsen  et  al  (1998) 
reported  using  Wistar  rats  that  EPA‐CoA  was  a  good  substrate  for 
mitochondrial carnitine acyl‐transferase‐I and DHA was a poor substrate  for 
both mitochondrial  and  peroxisomal  β‐oxidation,  which  could  explain  the 
high rate of oxidation of EPA  in the present study (101). They also reported 
that  [1‐14C]EPA was oxidized  to a much greater extent  than  [1‐14C]DHA  in 
rat  liver parenchymal  cells,  isolated peroxisomes, and especially  in purified 







from oxidation  compared with EPA and OA over  the 6 h. The  trend  shows 
that  the  fatty  acid  with  longer  carbon  chain  and  higher  degree  of 
unsaturation  seem  to be more  conserved  from  β‐oxidation.  In  the present 






Group  Brain  Liver  Heart  Kidney  Muscle*  Adipose*  Plasma*  CO2 
OA  0.1 ±  0.0a  1.6 ± 0.3a  0.1 ± 0.0a  0.2 ± 0.1a  4.2 ± 1.0 a  15.6 ± 5.8a  0.18 ± 0.04a  64.2 ± 3.0a 
EPA  0.3 ± 0.0b  8.8 ± 0.7b  0.3 ± 0.1b  0.4 ± 0.0b  6.3 ± 0.6a  6.5 ± 0.6a  0.40 ± 0.02b  19.3 ± 1.1b 
DPA  0.3 ± 0.0b  9.6 ± 1.0b  0.7 ± 0.0c  0.5 ± 0.0b  12.4 ± 0.4b  10.4 ± 1.9a   0.50 ± 0.09b  5.1 ± 1.1c 











β‐oxidation  it would be expected to be deposited  in the tissues.  It was also 
observed  that  DPA  showed  higher  incorporation  in  muscle  and  heart 
compared with  EPA  and OA. However,  it must  be  noted  that  the  data  for 
adipose,  muscle  and  plasma  is  an  extrapolation,  derived  from  literature 
information on the percentage contribution of adipose and skeletal muscle to 




should  be  conducted  at  the  same  time  point.  Such  a  study  is  outlined  in 





2. The  assumption  that  all  skeletal muscles  and  all  adipose  tissue depots 
would be labelled to the same extent. For example it has been reported 
that  there  are  differences  in  fatty  acid  metabolism  in  visceral  and 
subcutaneous fat (102). 
It  is  of  interest  that  while  it  is  generally  regarded  that  DHA  is  highly 
concentrated in the brain, this study reveals that in the case of all of the n‐3 





A  recently  published  study  on  the  whole  body  distribution  of  labelled  DHA 







9‐fold.  Since  in  the  present  study  only  one  sample  of  fat was  taken  from  the 
animals  and  converted  the  counts  per  gram  of  this  tissue  into  a whole  body 
figure for adipose (Table 4.5), there may be error in assuming that all fat deports 
would be equally  labelled  in  the present  study. Another aspect  that  this  study 
reported was that the  form of  lipid that contained DHA could play a significant 
role  in  the extent of  tissue distribution. The study showed  that  in 10 week old 
rats,  tissues  such  as  liver,  brain,  kidney  and  anterior  uveal  tract  (retina) 





In  the  present  study,  the  results  showed  that  approximately  >90%  of 
radioactivity was deposited  in  the  lipid  fraction extracted  from  the  tissues. 






tissue,  they  represent  the  radioactivity  present  in  both  lipid  and  aqueous 
fractions of the tissue. Therefore, the data from counts in tissues in OA group 
is an over‐representation of  incorporation of the  labelled OA  in tissue  lipids 
(Table 4.5). However, the fact that OA showed significantly higher counts  in 
aqueous  fraction supports the  fact that OA was highly β‐oxidised  leading to 
production of acetyl CoA and other water‐soluble compounds (eg, ketones). 
 
Another  indication of higher  β‐oxidation  is  the deposition of  the  label  into 
the  cholesterol  fraction.  The  label  in  this  fraction  presumably  reflects 
synthesis of cholesterol and the  label  in this fraction would be derived from 
labelled  acetyl  CoA  or  other  water‐soluble  metabolites,  such  as  ketones, 
resulting  from β oxidation of  the dosed  fatty acids. The  results  in Table 4.3 
show that there was a higher deposition of the  label  in the OA group  in the 
cholesterol fraction of lipids in brain and heart compared with DPA and DHA. 
There  was  also  a  higher  deposition  of  the  label  in  the  OA  group  in  the 
cholesterol fraction of  lipids  in  liver compared with all three n‐3 LCP. This  is 
consistent with the CO2 data which showed that OA was oxidised at a higher 
rate  compared with  the  n‐3  LCP.  Similarly, DPA  and DHA  showed  a  lower 
incorporation of label in cholesterol fraction in heart and brain, respectively, 
compared with OA and EPA, which is again consistent with the fact that DPA 
and DHA showed a  lower proportion of  label  in CO2 compared with OA and 






be  labelled  (that  is, as a result of acetyl CoA and other compounds such as 
ketones becoming labelled and then fatty acid synthesis resulting in labelled 
saturated  and monounsaturated  fatty  acids)  (66,  104‐106).  In  the  present 





involved  in  various  functions  like  neuronal  signalling,  or  utilised  for  the 
synthesis of neuroprotectins, etc.  
 





to  the  fact  that  they  are more  selectively  incorporated  into  PL which  are 
found in cell membranes and perhaps less available for β‐oxidation (108). 
 
In  conclusion,  this  study  showed  that  DPA  is  more  conserved  from  β‐









Future  studies  should  investigate  the  rate  of  β‐oxidation  of  DPA  in 
comparison to other n‐3 fatty acids and oleic acid in vitro using mitochondrial 
and peroxisomal preparations. Furthermore,  it would be of great  interest to 
use  the  whole  body  autoradiography  technique  for  a  study  on  the 
distribution  of  labelled  DPA  and  EPA  (103).  It  will  also  be  of  interest  to 
investigate  the  conversions  of  14C‐DPA  into  other  n‐3  fatty  acids  (EPA  and 
DHA) and confirm the data  from the  in vitro and  in vivo studies reported  in 
Chapters 2 and 3, respectively. In the present study, the equipment required 
for such counting  labelled fatty acid metabolites, such as by GC followed by 
measurement  of  the  labelled  metabolites  in  a  radio‐flow  detector,  was 
unavailable.  It  would  also  be  of  interest  to  quantify  the  lipid  changes, 
occurring as  result of DPA  supplementation,  in various  lipid  fractions,  since 
the data presented  is only percent change and  therefore as one parameter 
increases  the other decreases. Future  studies  should  focus on  investigating 
the  beneficial  effect  of  DPA  on  heart  tissue/functions.  Previous  studies 
conducted by  Leaf et al have  shown  that n‐3  fatty acids  in  fish oil prevent 






















































The  lipogenic  genes  investigated  in  this  study were  SREBP‐1c, ACC‐1, ChREBP, 
HMG CoA  reductase and  FASn. DPA was also effective  in  reducing  the protein 
levels of SREBP‐1c and ACC‐1. SREBP‐1c  is  the main upstream  controller of  fat 




reduce  lipogenesis. This study  is the first study to report the  inhibitory effect of 
pure DPA on expression of  lipogenic genes  in  liver cells. This suggests that DPA 
may have a  role  in  reducing TAG  synthesis. The current  study  failed  to  show a 
significant effect of all  three n‐3 LCPs on expression  levels of genes  involved  in 
fat oxidation (PPARα and CPT‐1α). In order to provide biological relevance to the 
findings with gene and protein expression analysis,  functional end‐point assays 





The data obtained  from  this  study demonstrates  that  supplementation of  liver 
cells with DPA down‐regulates  the expression  levels of key genes and proteins 
involved  in  fatty  acid  synthesis.  The  current  study  found  that DPA had  similar 















genes  involved  in  the  pathways  of  lipogenesis,  fat  oxidation,  adipocyte 
differentiation  and  inflammation  (54).  A  variety  of  mechanisms  have  been 
proposed  to  account  for  the  impact  on  gene  expression  demonstrated  both 
acutely and chronically  following n‐3 LCP exposure,  including; alterations  in cell 
membrane  composition  and  associated  lipid  signalling,  eicosanoid  production, 
oxidative stress, nuclear receptor activation or covalent modification of specific 
transcription  factors  discussed  below  (52).  The  discovery  of  nuclear  receptors 
capable of binding fatty acids to modulate gene expression established a direct 
role  for  fatty acids at nuclear  level  (53). The main  receptors  that  interact with 
LCP to regulate gene expression are PPAR (α, β and γ) , liver X receptor (LXR) and 
hepatic nuclear  factor  ‐ 4α  (HNF‐4α)  (52).  In addition,  LCP also  regulates gene 
expression by  interacting with  transcription  factors  such as SREBP and ChREBP 
(54).  The  important  lipogenic  genes  down‐regulated  by  n‐3  LCP  are  SREBP‐1c, 
ACC, FASn and ChREBP (as shown in Chapter 1 ‐ Figure 1.2). SREBP‐1c is a hepatic 




There  has  been  minimal  investigation  of  the  effects  of  pure  DPA  on  genes 
involved  in fat synthesis and oxidation. One study  in primary hepatocytes (from 





greater extent  (55). However,  this effect was not  further  confirmed by  testing 
the effects on PPARα  target  genes. An  in  vivo  study  in db/db mice  (an  animal 
model of type 2 diabetes) recently reported that when 1% of the tri‐linoleate in 
the  control  diet  was  replaced  with  tri‐DPA  for  4  weeks,  reduced  mRNA 
expression  levels of hepatic ACC‐1 were measured.  Supplementation of db/db 
mice with  tri‐DPA  (in TAG  form) also  significantly  reduced  the hepatic enzyme 
activities of FASn and malic enzyme (ME). These mice also showed a reduction in 
hepatic  TAG  levels  (32). However,  it  is  important  to note  that  the DPA  fed  to 
these animals was tri‐DPA which is a TAG molecular species not present naturally 
in the diet. Previous studies have shown that EPA and DHA are potent inhibitors 
of hepatic de novo  lipogenesis, through the  inhibition of genes  involved  in  lipid 
synthesis,  including  SREBP‐1c,  FASn,  and ACC  (114, 115).  It has been  reported 
that  n‐3LCPs  inhibit  SREBP‐1c  gene  transcription,  enhance  SREBP‐1c  mRNA 
turnover and interfere with the proteolysis processing of SREBP‐1c protein (115, 
116). However, no studies have  looked at the effect of DPA on gene or protein 
expression  of  SREBP‐1c,  which  is  the  main  upstream  controller  of  lipogenic 
genes. 
 
The  liver plays a central role  in whole body  lipid metabolism and adapts rapidly 
to  changes  in  dietary  fat  composition.  This  adaption  involves  changes  in  the 
expression  of  genes  involved  in  glycolysis,  de  novo  lipogenesis,  and  fatty  acid 
elongation,  desaturation  and  oxidation.  Therefore,  the  aim  of  the  present 
current study was  to elucidate  the effect of pure DPA compared with EPA and 












FAO  rat hepatoma cells were  thawed and cultured as described  in Chapter 2  ‐ 
Methods.  The  cells were  seeded  in 24‐well plate  at 1  x 105  cells per well  and 
grown in RPMI media (Invitrogen, CA) containing 10% (w/v) FBS (Invitrogen, CA) 
and 1% (v/v) penicillin / streptomycin (Invitrogen, CA). After 48 h, FAO cells were 







The  stock  solutions  of  fatty  acids  were  prepared  in  100%  (v/v)  ethanol  at  a 
concentration of 20 mM and  the working solution was prepared by adding  the 
stock solution to the RPMI media to obtain a final concentration of 50 µM. The 






After  treatments,  RNA  was  extracted  from  the  cells  using  RNeasy  mini  kit 
(Qiagen, Valencia, CA). The quality and concentration of resulting RNA samples 
was  determined  using  Agilent  2100  Bioanalyser  following  manufacturer’s 
instructions.  First‐strand  cDNA was  generated  from  1  μg  total  RNA  using  the 
AMV RT kit  (Promega, Madison, WI). The  levels of mRNA were measured with 
specific  primers  (listed  in  Table  5.1)  designed  using  Primer  Express  software 
package  version 3.0  (Applied Biosystems)  from  gene  sequences obtained  from 
GenBank. RT‐PCR was performed using  the GenAmp  7500  sequence detection 








For protein extraction, FAO cells were seeded  in 6‐well plates  for 24 h  in RPMI 



































The  cells  were  then  washed  twice  with  ice‐cold  1  x  Dulbecco’s  PBS,  pH  7.4 
(Invritogen, CA). Cells were  collected  in  ice‐cold modified RIPA  lysis buffer  (64 
mM Tris‐HCl, pH 7.4  that contains 150 mM NaCl, 1%  (w/v) NP‐40, 1 mM EGTA 
and 0.25% (w/v) sodium deoxycholate). The protease and phosphatise inhibitors 
(100  mM  sodium  fluoride,  30  mM  sodium  pyrophosphate,  1  mM  sodium 
orthovanadate, 2 mM phenylmethanesulfonylfluoride (PMSF), 1 µg/ml leupeptin 
and 1 µg/ml pepstatin) were added  to  the  lysis buffer  just prior  to addition  to 
cells  for  solubilisation  for 15 min at 4°C. The  solubilised and  resuspended cells 
were then centrifuged at 9,000 x g for 15 min in a 4°C pre‐cooled ultracentrifuge. 
The  supernatant  (whole cell  lysate) was collected  into a  fresh eppendorf  tube, 

















8%  (for  ACC)  or  10%  (for  SREBP‐1c)  (w/v)  sodium  dodecyl  sulphate 
polyacrylamide gel electrophoresis (SDS‐PAGE). Gels were run under a constant 
voltage of 80 V for 30 min and then  increased to 200 V for 1.5 h  in 1 x Running 
Buffer.  The  running  buffer  was  prepared  by  adding  60g  of  Ultrapure  Tris 
(Invitrogen, CA), 288.26g of Glycine (Electrophoresis grade, MP Biomedicals, CA) 
and 20g of  SDS  (Invitrogen, CA)  in 2  litres of milli Q water. The proteins were 
identified by comparison with  the apparent molecular weights of a pre‐stained 
protein  ladder  (SeeBlue®Plus2,  Invitrogen, CA)  that was electrophoresed under 
identical  conditions.  Fractionated proteins were electrophoretically  transferred 






















FAO  cells were  seeded  in  6‐well  plates  at  2.0  x  105  cells/ml  for  24  h  in  RPMI 
medium  supplemented with  10%  FBS  and  1% penicillin  and  streptomycin.  The 
cells were then treated with respective fatty acid and control treatments for 48 h 
as detailed under Section 5.2.2. After  incubation for 48 h,  lipids were extracted 
from  cells  with  hexane:  isopropanol  (3:1  v/v).  Collected  supernatants  were 









glucose  (1  g/L)  DMEM  (Invitrogen,  CA),  5%  (w/v)  fatty  acid‐free  BSA  (Sigma‐
Aldrich, NSW), 0.5mM of palmitate and 0.5 µCi of 1‐14C‐palmitate (BioScientific, 
NSW). After  2 h,  the  cells were  removed  from  the  incubator,  the media  from 













































substrate  (14C‐PA)  for 2 h. After 2 h  the media  from  the cells was  collected  to 
extract  and  count  the  CO2.  The  cells were  processed  (as described  in method 
section  5.2.8)  to  extract water  soluble metabolites  and  lipids.  The  lipids were 
subjected to TLC to count radioactivity incorporated triacylglycerols. 
 
Lipid metabolism assay 
Cells + FAs + 14C-PA 
+ 1M Acetic acid 
A
Aqueous layer Organic layer 




(such as acetyl CoA)
Measurement of 14C-TAG 
Media (removed 
from cells) 





5.1(b) Measurement of  14C  incorporation  in CO2  released by  the cells: The acid 
reacts  with  the  media  to  release  14CO2,  which  is  trapped  in  the  internal 
eppendorf tube containing benzethonium hydroxide as a trapping solution. The 







The media was  placed  in  a  sealed  10 ml  scintillation  vial  containing  a  1.7 ml 
eppendorf  tube  filled  with  a  500  L  eppendorf  tube  containing  400  L  of 
benzethonium hydroxide (as shown  in Fig 5.1(b)). One ml of 1M acetic acid was 
added to release CO2 and the tubes were quickly capped. The tubes were then 
placed on an orbital shaker  for 2 h at  room  temperature. The shaking  releases 
CO2  from  the media which  is  trapped  in  benzethonium  hydroxide.  The  inner 


















500 µL of  the organic phase  (from Part B) was  transferred  into  a  clean  screw 
capped glass  test  tube. 300 L of distilled water was added and  samples were 
vortexed vigorously every 2 min for 10 min. The samples were then centrifuged 








spotted,  along  with  TAG  standard  and  developed  in  60:40:3  (v/v)  heptane‐




equilibrated  for  60  min.  The  lipids  were  visualised  with  0.1%  (w/v)  2′,7′  –
dichlorofluroescein  indicator  (Scharlau, Spain) and then the plates were viewed 






for  the  Social  Sciences  software  (SPSS  version 17.0;  Fullerton, USA).  Significant 
differences  between  dietary  groups were  tested  using  a  one‐way  ANOVA  for 
each  type  of  fatty  acid.  Normality  of  distribution  was  tested  using  the 
homogeneity  of  variance  test.  If  the  test  was  non‐significant,  the  post‐hoc 
comparisons were made using  the  least  significant difference  (LSD)  test with a 

























5.3  and  5.4).  It  was  observed  that  when  the  blots  were  quantified  and 






control  β‐actin  levels  and  it  was  observed  that  DPA  and  DHA  significantly 












Figure  5.2:  mRNA  expression  levels  of  SREBP‐1c,  HMG  CoA  reductase, 
ChREBP, FAS and ACC after treatment of FAO cells with 50 µM of EPA, DPA, 
DHA or OA  for 48 h.  The  results  are expressed  as  relative  gene expression 
(mean ± SEM). The data is obtained from 2 independent experiments with n=3 
in each experiment. Data was analysed using one way ANOVA and post hoc 
comparisons  were made  using  LSD.  Values  significantly  different  from  the 
vehicle (EC) are denoted with * and those different from OA are denoted as † 
(p<0.05). The vehicle has been assigned a value of 1. The data was normalised 
























loaded per  lane.  The  graph  shows  arbitrary units of pACC normalised  to  tACC 
representing  the  mean  (±  SE)  of  two  independent  experiments.  Data  was 
analysed using one way ANOVA and post hoc comparisons were made using LSD. 
Values  with  different  superscript  are  significantly  (p<0.05)  different  to  each 
other. 
 
         EC           OA          EPA       DPA       DHA   
                                           50μM     50 μM      50 μM 
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of SREBP‐1c normalised  to  the control β‐actin, representing  the mean  (± SE) of 
two  independent  experiments. Data was  analysed  using  one way ANOVA  and 
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The  results  described  in  the  above  section  were  obtained  after  48  h  of 
treatment. However, the fatty acid analysis described  in Chapter 2 showed that 
at  this  time  point  the  cells  incubated with DPA  contained  both DPA  and  EPA. 
Therefore,  the  mRNA  expression  of  genes  was  re‐investigated  after  8  h  of 
supplementation  when  the  cells  incubated  with  DPA  contained  maximum 
amount of DPA and minimum amount of EPA, which had been formed from DPA. 
The gene expression  results at 8 h of  treatment  showed  that DPA  significantly 
down‐regulated the expression of SREBP‐1c, HMG CoA reductase, FASn and ACC 





To  strengthen  the  results obtained  from  the gene expression analysis, an end‐
point action of the genes and proteins measured above was performed. The end 
point  chosen was  a  TAG  assay,  as  detailed  under Methods,  Section  5.4.5.  To 






















Figure  5.5:  mRNA  expression  levels  of  SREBP‐1c,  HMG‐CoA  reductase, 
ChREBP, FAS and ACC after treatment of FAO cells with 50 µM of EPA, DPA, 
DHA or OA or vehicle (EC) for 8 h. The results are expressed as relative gene 
expression  (mean  ±  SEM).  The  data  is  obtained  from  2  independent 
experiments with n=3  in each experiment. Data was analysed using one way 
ANOVA and post hoc comparisons were made using LSD. Values significantly 
different  from  the vehicle  (EC) are denoted with * and  those different  from 
OA are denoted as † (p<0.05). The vehicle has been assigned a value of 1. EC, 








synthetic  LXR  agonist,  called  T0901317  (Sigma‐Aldrich)  (at  a  concentrations 
ranging from 10 to 30 nM for 48 h) to increase the endogenous basal TAG levels 
in  the  cells  (119).  However,  at  the  concentrations  used  (as  suggested  by  the 
manufacturer), T0901317 failed to cause any  increase  in TAG  levels  in FAO cells 
(data not shown).  
 






Although  there  was  a  significant  increase  in  TAG  levels  between  blank  (no 
treatment) and OA treated cells by 72%, which suggests that OA did increase the 
























from  one  independent  experiment  with  each  treatment  done  in  triplicates.  There  was  no 
significant difference in TAG levels between the OA and n‐3 LCP treated cells. 







5.3.4 Effect of n‐3  LCP  treatment on de novo  cellular TAG  levels of FAO  liver 
cells  
The results above suggest that the changes  in total TAG  levels  in both FAO and 
HepG2  liver  cells were minimal  and/or  there  is  no  n‐3  LCP  treatment  effect. 
However,  to  discount  that  the  TAG  assay  kit  from Wako was  not  sensitive  to 
measure minimal changes in TAG amounts in the cells, I measured de novo TAG 
synthesis  and  β‐oxidation  in  the  FAO  cells  using  a  radioactive  substrate  as 
described  in  the methods  (section  5.2.8).  Table  5.3  shows  that  there was  an 
increased tendency of β‐oxidation (as depicted by the levels of 14CO2 released) in 













The radioactivity  incorporated  into 14CO2 and TAG,  in the FAO cells treated with 











The  aim  of  the  study  was  to  elucidate  the  effect  of  DPA  on  liver  fatty  acid 
synthesis because there is limited information available, unlike EPA and DHA. All 
three  n‐3  LCP,  including  DPA,  down‐regulated  the mRNA  expression  levels  of 
SREBP‐1c and ACC‐1. DPA also reduced the protein levels of SREBP‐1c and ACC‐1, 
significantly  compared  with  the  vehicle.  SREBP‐1c  is  the  main  upstream 
controller of fat synthesis  in vitro (111, 114) therefore, suppression of SREBP‐1c 
levels in the liver cells is expected to reduce lipogenesis. EPA, DPA and DHA also 
reduced  the mRNA expression  levels of HMG CoA  reductase, which catalyses a 






pyruvate kinase, which  in  turn can  restrict  the substrate  (glucose) available  for 
TAG  synthesis.  These  results  are  consistent with  previously  published  studies, 
which have shown that EPA and DHA suppress ChREBP activity by  increasing  its 
mRNA decay and by altering ChREBP protein  translocation  from  the  cytosol  to 
the nucleus both  in primary hepatocyte cultures and  in  liver  in vivo  (116, 123). 
However,  the  present  study  is  the  first  investigation  to  report  the  inhibitory 











be mediated  through  suppression  of  SREBP‐1c  (124).  The  present  study  also 
supports  this  theory  as  there  was  a  significant  reduction  in  gene  expression 
levels of SREBP‐1c  in cells by 70 to 100% treated with EPA, DPA and DHA which 
was paralleled with a  reduction  in SREBP‐1c protein  levels with DPA and DHA. 
The  down‐regulation  of  SREBP‐1c  and  the  desaturases  could  be  one  of  the 

















In order  to provide biological  relevance  to  the  findings with  gene  and protein 
expression analysis, functional end‐point assays were conducted to measure the 
TAGs and β‐oxidation levels in cells. However, the results from the current study 
failed  to  show an effect of DPA on TAG  levels. The concentrations of  the  fatty 
acids  used  in  this  study were  sufficient  to  cause  a  change  in  gene  expression 
levels and protein  levels but not to  induce a change  in the TAG amount and/or 
synthesis  in  the  liver  cells.  There  are  not many  studies which  have  looked  at 
effect of n‐3 LCP on TAG synthesis  in FAO cells. However, studies conducted on 
HepG2  cells  have  used  a  wide  range  of  dose  and  duration  for  n‐3  LCP 




The  lack of n‐3 LCP effect on TAG  synthesis could also be a  limitation of using 
cells  compared  to  using  an  animal model.  Future  studies  should  examine  the 
effect of DPA  supplementation on plasma TAG  levels  in  an  animal model. The 
animal  studies,  previously  reported  in  this  thesis,  have  reported  that  n‐3  LCP 




Although  there was  a  trend  of  increased  β‐oxidation  in  the  cells  treated with 





human HepG2  show  a  low  capacity  for  long‐chain  fatty  acid  oxidation  due  to 
concomitant presence of a sensitive CPT  I  to malonyl coA  inhibition and a high 
malonyl CoA concentration (81). Therefore, it is possible that this in vitro model 
is appropriate  to measure changes  in  fatty acid  incorporation, gene expression 
and  protein  expression  but  not  to measure  β‐oxidation  due  to  dysfunctional 
capacity  of  these  cells  to  oxidise  long  chain  fatty  acids.  Perhaps  another 





with  DPA  down‐regulated  the  expression  levels  of  key  genes  and  proteins 




TAG  synthesis  in  the  FAO  liver  or  HepG2  cells.  The  immediate  future  studies 









































DPA  is an elongated metabolite of EPA and  is an  intermediary product between 
EPA  and  DHA.  DPA  has  not  been  extensively  studied  because  of  the  limited 
availability of the pure compound. The literature on DPA is limited, however, the 
available data suggests it has beneficial health effects, as reviewed in Chapter 1. 
In vitro DPA  is retro‐converted back  to EPA, however,  it does not appear  to be 
readily metabolised  to DHA.  In  vivo  studies  have  shown  limited  conversion  of 
DPA to DHA, mainly  in  liver.  In addition, retro‐conversion to EPA  is evident  in a 
number of tissues. However, the review of current literature suggests that there 
are some questions that remain unanswered so far. These are: 
e) Is  DPA  an  effective  precursor  of  DHA  in  some  tissues  or  is  it  simply  a 
reservoir of EPA?  














b)   To  investigate the metabolism and tissue distribution of DPA  in vivo using 
non‐labelled fatty acids. 
c)  To investigate the rate of β‐oxidation of DPA in vivo and compare it to that 
of EPA and DHA and  its  incorporation  into various  tissues and  tissue  lipid 
fractions using labelled fatty acids. 








reduced  the  proportion  of  AA  and  OA  in  the  liver  cell  model.  Since  DPA 
supplementation decreased the AA  levels  in the cells,  it can be speculated that 
DPA  along with  EPA  and  DHA may  lead  to  a  reduction  in  production  of  pro‐
inflammatory prostaglandins and leukotrienes from AA, due to a reduced level of 
the  precursor  (AA)  or  perhaps  by  inhibition  of  eicosanoid  production  through 
competitive inhibition with AA. There is also evidence in the literature from an ex 












The  results  from  the present  study also  showed  that EPA  can be elongated  to 
DPA and DPA can be retro‐converted into EPA in both in vitro and in vivo models. 
The retro‐conversion of DPA to EPA  is  likely to  involve peroxisomal CoA oxidase 
and one cycle of β‐oxidation (30). In the present study, it was also observed that 
supplementation of  rat hepatoma  cells with EPA or DPA did not  increase DHA 
levels.  This could be a limitation of the FAO cells since it has been reported that 
the FAO cells have a  limited capacity  to oxidise  the  long chain  fatty acids. This 
could  explain  the  lack  of  DHA  formation  from  EPA  and  DPA  in  these  cells, 
because  there would  be  a  limited  capacity  to  β‐oxidise  24:6  to  22:6n‐3. One 




Following  these  results,  the  rate of  conversion of DPA  into EPA over  time was 
investigated  in the  in vitro model. A time course fatty acid analysis of FAO cells 
showed that the forward reaction of formation of DPA from EPA appeared to be 
faster  than  the  retro‐conversion  of  DPA  to  EPA  (especially  in  the  first  4  h  of 
incubation). The retro‐conversion of DHA to EPA was hardly apparent in the first 
24 h of incubation, consistent with the slow retro‐conversion of DPA. By 24 h, a 





that  after  8  h  of  supplementation,  the  FAO  cells  supplemented  with  DPA 
contained maximum amount of DPA while minimum amount of EPA in the PL.  
 
In  this  study,  the  mRNA  expression  levels  of  the  enzymes  involved  in  the 
synthesis of  these n‐3 LCP were  investigated  to elucidate  the effect of DPA on 
these enzymes  in FAO  cells. The  results also  showed an  inhibitory effect of all 
three  n‐3  LCP  on  mRNA  expression  levels  of  delta‐6  desaturase  and  delta‐5 




DPA  in  FAO  cells was minimum.  It  is possible  that  this down‐regulation of  the 
desaturases is also one of the mechanisms to regulate the level of n‐3 LCP in the 
FAO  cells.  In  other words,  supplementation  of  cells with  n‐3  LCP  reduces  the 
mRNA expression levels of desaturases and elongases which in turn reduces the 
synthesis  of  n‐3  LCP  and  regulates  their  level  in  the  cells. However,  in  future 
studies  it will be of  interest  to  investigate  the effect of DPA  treatment on  the 
protein levels as well as activity levels of the desaturase and elongase enzymes in 
the rat hepatoma cells. If the study is conducted after 8 h of incubation, this may 















supplementation  increased  EPA  levels  both  in  vitro  and  in  vivo models, which 
suggests retro‐conversion of DHA into EPA. The animals fed with n‐3 LCP showed 
a  significant  reduction  in AA  levels  in  liver and heart, which  is  in  line with  the 
results  reported  in  Chapter  2.  The  liver  mRNA  expression  levels  of  delta‐5 
desaturase,  delta‐6  desaturase,  elongase‐5  and  elongase‐2  were  also 
investigated  in  the  rats  supplemented with  n‐3  LCP. However,  there were  no 
significant changes in the mRNA expression levels in these animals. It is possible 
that the dose and duration used in this study were not enough to cause a change 




In Chapter 4,  the aim was  to  investigate  the  rate of  β‐oxidation of DPA  in vivo 
compared with EPA and DHA. The data suggested that both DPA and DHA were 
more  conserved  from  β‐oxidation  compared with  OA  and  EPA  at  6  h.  It was 




14C‐EPA >  14C‐DHA =  14C‐DPA.  The  trend  shows  that  the  fatty  acid with  longer 
carbon  chain  and  higher  degree  of  unsaturation  seem  to  be more  conserved 
from  β‐oxidation.  EPA  had  a  significantly  higher  rate  of  β‐oxidation  compared 
with DPA  and DHA by 4‐  and 3‐fold,  respectively. Previously published  studies 
have  reported  using  Wistar  rats  that  EPA‐CoA  was  a  good  substrate  for 
mitochondrial carnitine acyl‐transferase‐I and DHA was a poor substrate for both 
mitochondrial  and  peroxisomal  β‐oxidation,  which  could  explain  high  rate  of 






incorporation  in  all  tissues  (as %  of  dose),  except  adipose.  These  results  are 




DPA was  highly  incorporated  in muscle  (12%),  adipose  (10%)  and  liver  (10%), 
while the recovery of DPA as CO2 was low (5%). However, it must be noted that 







In  Chapter  4,  the  n‐3  LCP  showed  a  higher  incorporation  in  tissue  PL  fraction 
compared with OA  in  all  tissues.  Comparing  the  deposition  of  label  in  the  PL 
fraction within  the  three n‐3  LCP  groups,  it was observed  that DHA  showed  a 
significantly higher  incorporation  into PL  in brain, compared with EPA  (by 1.4  ‐
fold)  and  DPA  (1.1‐fold).  Similarly  DPA  showed  a  significantly  higher 
incorporation  in  heart  and  skeletal muscle,  compared with OA  and  EPA.  This 
suggests that DPA may have an  important role  in the  functioning of this tissue. 
Future studies should investigate, using tools like lipidomics, the exact molecular 
species of lipids that DPA is incorporated into heart and other tissues. In Chapter 





















In  Chapter  5,  the  aim was  to  elucidate  the  effect  of  DPA  on  liver  fatty  acid 
synthesis because  there  is  limited  information  available, unlike  the number of 




reduced  the mRNA expression  levels of HMG CoA  reductase, which catalyses a 






pyruvate kinase, which  in  turn can  restrict  the substrate  (glucose) available  for 
TAG synthesis. These results suggest that DPA may have a role in reducing fat or 
TAG  synthesis.  The  reduction  in  SREBP‐1c with n‐3  LCP  treatment  can  also be 
related to the reduction  in mRNA expression  levels of the desaturases reported 
in Chapter  2  as  delta‐6  desaturase  and  delta‐5  desaturase  are  reported  to  be 
potential SREBP targets and it is likely that down‐regulation of delta‐6 desaturase 





LCP  on  expression  of  genes  involved  in  fat  oxidation  (PPARα  and  CPT‐1α). 
Previously published  studies have  shown  that EPA and DHA have a  stimulating 
effect on expression of PPARα and CPT‐1α in muscle, adipose and liver (55, 125‐
127). However, one previously published  in vivo study has reported no effect of 
dietary n‐3  LCP  supplementation on PPARα  in Wistar  rats  (128).  It  is not  clear 





In order  to provide biological  relevance  to  the  findings with  gene  and protein 
expression analysis, functional end‐point assays were conducted to measure the 
TAG and β‐oxidation  levels  in cells. However, the results from the current study 
failed  to  show  an  inhibitory  effect  of  DPA  or  other  LCP  on  TAG  levels.  The 
concentrations of  the  fatty  acids used  in  this  study were  sufficient  to  cause  a 
change in gene expression levels and protein levels but not to induce a change in 
the TAG amount and /or synthesis in the liver cells.  Although there was a trend 
in  increased  β‐oxidation  in  the  cells  treated  with  DPA,  this  effect  was  not 
statistically significant. As discussed before, it is possible that this in vitro model 
was  not  appropriate  to measure  β‐oxidation  due  to  dysfunctional  capacity  of 
these  cells  to  oxidise  long  chain  fatty  acids,  as  discussed  previously  in  this 
Chapter. Future studies would be to  investigate the effects of DPA on  liver and 






































































1. DPA  and  EPA  get  interconverted  in  FAO  liver  cells, whereas  the  forward 
conversion into DHA is limited. In vivo, the oral consumption of dietary DPA 








3. DPA  treatment  for  48  h  significantly  reduced  the  mRNA  expression  of 
desaturases  and  elongases  involved  in  synthesis  of  n‐3  LCP  in  FAO  liver 
cells. 
4. Supplementation of  rats with non‐labelled DPA  showed  that  the primary 
site  of DPA  deposition was  adipose  followed  by  heart,  liver  and  skeletal 
muscle.   
5. DPA supplementation led to an increase in liver DHA concentrationin rats. 






high  incorporation  of  DPA  in  heart  and  in  PL  fraction  of  tissues  might 
suggest that DPA has a beneficial role in heart tissue.  
7. Supplementation  of  FAO  liver  cells  with  DPA  down‐regulates  the 
expression  levels  of  key  genes  and  proteins  involved  in  fatty  acid 
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